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BER: ruta de reparación por escisión de bases (del inglés, Base Excision Repair).
BSA: seroalbúmina bovina (del inglés, Bovine Serum Albumin). 
cc: campo claro
CFP: proteína fluorescente cian (del inglés, Cyan Fluorescent Protein).









DNA: ácido desoxirribonucleico (del inglés, DeoxyriboNucleic Acid).
dNMP: 2´-desoxinucleósido-5´-monofosfato.
dNTP: 2´-desoxinucleósido-5´-trifosfato.
DO600: densidad óptica medida a una longitud de onda de 600 nm.
ds: banda doble (del inglés, double-stranded).
DTT: ditiotreitol.
dTTP: 2´-desoxitimidina-5´-trifosfato.
EDTA: ácido etilendiaminotetraacético (del inglés, EthyleneDiamineTetraacetic Acid).
FA: factor de amplificación.




LB: medio de cultivo Luria Bertani.
mer: número de nucleótidos de un oligómero.
MOI: multiplicidad de infección (del inglés, Multiplicity Of Infection).
Mpb: mega par de bases.
NAP: proteína asociada al nucleoide (del inglés, Nucleoid Associated Protein).





PAGE: electroforesis en gel de poliacrilamida (del inglés, PolyAcrylamide Gel Electrophoresis).
pb: par de bases.
PBP: proteína de unión de penicilina (del inglés, Penicillin-Binding Protein).
PBS: tampón fosfato salino (del inglés, Phosphate Buffered Saline).
PCR: reacción en cadena de la polimerasa (del inglés, Polymerase Chain Reaction).
RBS: sitio de unión del ribosoma (del inglés, Ribosome Binding Site).
RNA: ácido ribonucleico (del inglés, RiboNucleic Acid).
RNase: ribonucleasa
qPCR: PCR cuantitativa en tiempo real (del inglés, quantitative real-time PCR).
RTP: proteína terminadora de la replicación en B. subtilis (del inglés, Replication Termination Protein).
SDS: dodecilsulfato sódico (del inglés, Sodium Dodecyl Sulfate).
ss: banda sencilla (del inglés, single-stranded).
SSB: proteína de unión a DNA de banda sencilla (del inglés, Single-Stranded Binding protein).
su+: estirpe supresora
su−: estirpe no supresora
sus: fago mutante condicional sensible a la supresión de la mutación que contiene en su genoma (del 
inglés, suppressor-sensitive). Este tipo de fagos son deficientes en la síntesis de alguna proteína viral 
debido a la introducción en su secuencia de una mutación sin sentido, y sólo pueden replicarse de 
manera similar a la wild-type en una estirpe supresora de la mutación.
TP: proteína terminal (del inglés, Terminal Protein).
TP-dAMP: complejo covalente formado entre la proteína terminal y el nucleótido iniciador. 
TP-DNA: DNA con proteína terminal covalentemente unida a los extremos 5´.
TP-dNMP: complejo covalente formado entre la proteína terminal y un dNMP.
Tris: tri(hidroximetil) aminometano.
UDG: uracil DNA glicosilasa.
UV: ultravioleta
v/v: volumen/volumen.
wt: tipo natural o silvestre, sin modificación genética (del inglés, wild-type).
X-ChiP: inmunoprecipitación de cromatina entrecruzada (del inglés, Cross-linked Chromatin 
Immunoprecipitation).
YFP: proteína fluorescente amarilla (del inglés, Yellow Fluorescent Protein).
Glosario de términos no castellanos incluidos en esta Tesis
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Background: contexto genético.
Clamp loader: proteínas encargadas de posicionar la abrazadera deslizante.
Cluster: agrupación.
Crowding: aglomeración molecular.
De novo: desde el principio.
Diffusion-ratchet: mecanismo de partición activa de plásmidos mediante el sistema parABS, en el que 
los plásmidos replicados se segregan en direcciones celulares opuestas mediante la unión y desunión 
repetida del complejo parBS al nucleoide bacteriano, siguiendo un gradiente de concentración de parA.
Foci: plural de focus.
Focus: foco de localización subcelular de un componente celular. 
Loci: plural de locus.
Locus: posición de un gen o marcador en el genoma.
Loop: estructura flexible con forma de bucle o lazo presente en determinados dominios de algunas 
proteínas.
Histone-like protein: proteína tipo histona.
Merge: combinación.
Pellet: material insoluble precipitado.
Piggy-backing: producción de retraso de un sustrato de DNA en ensayos de retraso en gel debido a la 
interacción de una molécula de proteína A con otra molécula de proteína B unida previamente al DNA y 
no a la interacción directa de la primera (A) con el DNA.
Primer: cebador o iniciador de la replicación. Puede ser un fragmento de DNA, RNA o el grupo 
hidroxilo de una proteína.
Priming loop: loop en el que se localiza el residuo iniciador de la TP de ϕ29.
Random-coil: estructura secundaria desordenada.
Sliding-back: Término empleado para describir el mecanismo de translocación hacia atrás del complejo 
TP-dAMP tras la reacción de iniciación para recuperar la información del primer nucleótido en 3´ de la 
cadena molde.
Sliding-clamp: abrazadera deslizante. Complejo proteico que confiere procesividad a las DNA 
polimerasas replicativas durante el proceso de replicación.
Time-lapse: técnica de microscopía en células vivas en la que se toman imágenes de un campo de visión 
de forma repetida a lo largo de un tiempo determinado y luego se reproducen a una velocidad mayor del 
intervalo de adquisición entre fotograma y fotograma.




 El mecanismo de replicación iniciada con proteína terminal (TP) del bacteriófago ϕ29 ha sido 
extensamente estudiado in vitro. Sin embargo, se conoce muy poco sobre la organización espacial y 
temporal de la replicación de ϕ29 in vivo. En la presente Tesis se ha estudiado la localización subcelular 
de los principales componentes de la maquinaria replicativa del bacteriófago ϕ29, es decir, la TP y la 
DNA polimerasa viral. Tanto la TP iniciadora como la TP parental localizan en el nucleoide bacteriano 
en ausencia de otros componentes virales. Por otra parte, la localización de la DNA polimerasa viral 
tiene lugar a lo largo de toda la longitud celular cuando es expresada de manera individual, pero 
localiza en el nucleoide bacteriano cuando es coexpresada junto con la TP. Por tanto, la expresión de 
la TP determina la localización de la DNA polimerasa viral en el nucleoide bacteriano. Durante el 
proceso infectivo, ambas proteínas colocalizan con el nucleoide bacteriano, siguiendo su dinámica de 
segregación. En etapas intermedias del ciclo celular tanto la TP como la DNA polimerasa viral exhiben 
un patrón de localización tipo helicoidal en células infectadas, patrón que depende de la proteína del 
citoesqueleto tipo actina de Bacillus subtilis MreB. Además, se ha determinado que el dominio 
N-terminal de la TP es el responsable de su localización en el nucleoide bacteriano, mostrando que la 
presencia de este dominio es esencial para que se dé una replicación eficiente del DNA viral durante la 
infección.
 Trabajos anteriores determinaron que el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 tiene capacidad 
de unión a DNA in vitro. En la presente Tesis se han estudiado los residuos aminoacídicos del dominio 
N-terminal de la TP implicados en su unión a DNA. Asimismo, se ha determinado que la TP de ϕ29 se 
une al DNA genómico de B. subtilis in vivo, encontrándose una correlación entre la capacidad de unión a 
DNA y la localización en el nucleoide bacteriano. 
 La resolución de la estructura cristalográfica del heterodímero formado por la DNA polimerasa 
y la TP no permitió determinar la estructura del dominio N-terminal de la TP, al encontrarse desordenado 
en el cristal. En la presente Tesis se ha analizado la estructura secundaria del dominio N-terminal 
mediante dicroísmo circular, mostrando que tiene un alto contenido en α-hélice. Por otra parte, se ha 
estudiado el papel que la unión a DNA de la TP puede tener en la replicación del DNA viral in vitro 
mediante la caracterización bioquímica de TPs mutantes en residuos básicos del dominio N-terminal, 
encontrándose que los mutantes defectivos en unión a DNA están afectados en diferentes etapas de este 
proceso. La proteína viral de unión a DNA de doble banda p6 compensa los defectos de iniciación y 
transición de estas TPs mutantes. Además, se ha determinado que el dominio N-terminal de la TP es 
necesario para una unión eficiente a la DNA polimerasa, así como para la amplificación del TP-DNA in 
vitro. En conjunto, estos resultados nos permiten proponer un papel del dominio N-terminal de la TP en 




 The protein-priming mechanism of bacteriophage ϕ29 DNA replication has been extensively 
studied in vitro. However, little is known about the spatial and temporal organization of the ϕ29 
replication process in vivo. In this Thesis the subcellular localization of the main components of the 
bacteriophage ϕ29 replicative machinery has been studied, i.e., the terminal protein (TP) and the viral 
DNA polymerase. Both the primer and parental TP localize at the bacterial nucleoid in the absence of 
other viral components. On the other hand, the DNA polymerase localizes along the cellular length when 
it is expressed individually, but it localizes at the bacterial nucleoid when it is co-expressed together 
with TP. Therefore, TP expression determines DNA polymerase localization at the bacterial nucleoid. 
During infection, both proteins colocalize at the bacterial nucleoid following its segregation dynamics. 
At middle stages of the cell cycle both the TP and the DNA polymerase display a helix-like localization 
pattern in infected cells, this pattern depending on the Bacillus subtilis actin-like cytoskeleton protein 
MreB. Furthermore, it has been determined that the TP N-terminal domain is responsible for its nucleoid 
localization, being the presence of this domain essential for an efficient viral DNA replication during the 
infective process.
 Previous works have shown that the TP N-terminal domain possesses DNA binding capacity 
in vitro. In this Thesis  the TP N-terminal domain amino acidic residues involved in DNA binding have 
been studied. Additionally, it has been determined that ϕ29 TP binds B. subtilis genomic DNA in vivo, 
finding a correlation between DNA binding capacity and nucleoid localization. 
 The resolution of the crystallographic structure of the heterodimer formed by the DNA 
polymerase and the TP could not solve the structure of the TP N-terminal domain, as it was disordered 
in the crystal lattice. In the present work the secondary structure of the TP N-terminal domain has 
been analysed by circular dichroism, showing that it has a high proportion of α-helix. Additionally, by 
means of the biochemical characterisation of mutant TPs in basic residues of the N-terminal domain, 
the possible role of TP DNA binding capacity in viral DNA replication in vitro has been studied. TP 
mutants defective in DNA binding are affected in performing different stages of viral DNA replication. 
The viral double-stranded DNA binding protein p6 overcomes the initiation and transition defects of 
these mutant TPs. In addition, it has been determined that the TP N-terminal domain is necessary for an 
efficient binding to the DNA polymerase as well as for TP-DNA amplification in vitro. On the whole, 







Tradicionalmente las bacterias han sido consideradas como organismos carentes de organización 
intracelular, siendo concebidas como una “bolsa de enzimas” en las que las macromoléculas se 
distribuían de manera aleatoria. Esta visión era debida a que las bacterias son lo suficientemente 
pequeñas como para considerar los procesos de difusión como dominantes, y a la ausencia en la 
mayoría de ellas de organelos rodeados de membrana, careciendo por tanto de una compartimentación 
intracelular. Sin embargo, esta visión ha ido cambiando con el tiempo a medida que se han ido 
acumulando evidencias experimentales que la contradicen, gracias en gran medida al desarrollo y 
mejora de técnicas de microscopía de fluorescencia. Al igual que ocurre en los organismos eucariotas, 
las proteínas, ácidos nucleicos y otros componentes celulares bacterianos presentan localizaciones 
intracelulares específicas. Esta localización es dinámica, pudiendo cambiar con la fase del ciclo celular 
o debido a las condiciones ambientales. Como consecuencia de esta organización, la replicación de los 
virus que infectan bacterias (bacteriófagos) también se da en sitios intracelulares específicos. Asimismo, 
puesto que han co-evolucionado con sus hospedadores, los virus han desarrollado mecanismos diversos 
para aprovechar estructuras y recursos de la bacteria infectada.
1.  La bacteria Bacillus subtilis
 Bacillus subtilis es una bacteria del género Bacillus, con forma bacilar, Gram-positiva, que 
crece generalmente en el suelo, asociada con el sistema radicular de plantas y con material vegetal 
en descomposición (Siala et al., 1974; Earl et al., 2008), aunque también puede crecer en el tracto 
gastrointestinal de animales (Barbosa et al., 2005; Tam et al., 2006; Leser et al., 2008). Por tanto, 
aunque en origen fue considerado aerobio estricto, se ha demostrado que puede crecer en condiciones 
anaerobias (Glaser et al., 1995; Nakano et al., 1997; Tam et al., 2006).
 B. subtilis es una bacteria que posee una gran adaptabilidad a los cambios ambientales, 
desarrollando diversos mecanismos en respuesta a éstos. Así, B. subtilis tiene la capacidad de incorporar 
DNA exógeno del medio mediante un estado de competencia natural (revisado en Johnston et al., 2014), 
formar comunidades multicelulares embebidas en una matriz extracelular producida por las propias 
bacterias, que se conocen como biofilms (revisado en Vlamakis et al., 2013), o permanecer en estado 
latente en forma de esporas altamente resistentes hasta que las condiciones ambientales se vuelven 
favorables para la germinación y el posterior desarrollo del ciclo vegetativo (revisado en Higgins and 
Dworkin, 2012 y Tan et al., 2014). 
 Debido a la facilidad de ser crecida y transformada genéticamente, y a que es una bacteria 
no patógena, B. subtilis es un organismo muy utilizado en diferentes campos de investigación. 
Así, B. subtilis se utiliza como modelo de diferenciación celular, replicación del DNA bacteriano, 
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división celular y competencia. Además, la gran capacidad de secretar proteínas al medio en altas 
concentraciones (20-25 g/L) como antibióticos, proteasas, lipasas, amilasas y celulasas, entre otros, ha 
hecho que B. subtilis sea muy utilizado en la industria (revisado en van Dijl and Hecker, 2013). 
 Todas estas características han hecho que hasta el momento B. subtilis sea la bacteria Gram-
positiva mejor caracterizada a nivel genético, bioquímico y fisiológico.
 1.1.  Organización del material genético en B. subtilis
 B. subtilis tiene un genoma circular de DNA de doble cadena, de 4,2 Mpb, en el que unos 4.100 
genes codifican para proteínas (Kunst et al., 1997). El genoma bacteriano se encuentra embebido en 
el citoplasma, en una estructura nucleoproteica conocida como nucleoide (Robinov and Kellenberger, 
1994). Puesto que tiene una longitud del orden de 1000 veces mayor que la célula que lo contiene, 
el genoma bacteriano se encuentra altamente compactado (Trun and Marko, 1998; Holmes and 
Cozzarelli, 2000), organizado en dominios de DNA negativamente superenrollados, topológicamente 
independientes entre sí (Sinden and Pettijhon, 1981; Postow et al., 2004). El tamaño de estos dominios 
topológicos ha sido analizado en Escherichia coli, donde se ha propuesto que tienen un tamaño 
medio de unas 10 Kb (Postow et al., 2004; Stein et al., 2005). Las topoisomerasas, los procesos de 
transcripción y replicación, y el crowding molecular contribuyen a la compactación y organización 
global del cromosoma bacteriano (Luttinger, 1995; Espeli and Marians, 2004; Deng et al., 2005; Jin and 
Cabrera, 2006; Zhou et al., 2008; de Vries 2010). Además, las bacterias poseen proteínas con homología 
funcional a las histonas eucarióticas, llamadas histone-like proteins o NAPs (nucleoid-associated 
proteins, por sus siglas en inglés). Éstas son pequeñas proteínas básicas que se unen al DNA con poca 
especificidad de secuencia, modificando su estado topológico, curvándolo, enrollándolo, o conectando 
diferentes regiones del cromosoma entre sí (revisado en Dillon and Dorman, 2010). Además, las NAPs 
regulan la transcripción de muchos genes, ya sea induciendo o reprimiendo su expresión (Dorman and 
Deighan, 2003; Browning et al., 2010). En B. subtilis las principales NAPs son HBsu y Lrp (Micka and 
Marahiel, 1992; Kohler and Marahiel, 1997; Beloin et al., 2003; Dillon and Dorman 2010). Además, 
las proteínas DnaB y DnaD, esenciales para la iniciación de la replicación del genoma en B. subtilis, 
también están implicadas en la organización y condensación global del cromosoma, presentando 
acciones similares a las NAPs de E. coli HU y H-NS, respectivamente (Zhang et al., 2005). Por otra 
parte, la proteína SMC (Structural Maintenance of Chromosomes, por sus siglas en inglés), junto con 
las proteínas ScpA y ScpB, forma un complejo que está implicado en la organización, compactación y 
segregación del cromosoma bacteriano, uniéndose a lo largo de todo el genoma en B. subtilis (Britton 
et al., 1998; Moriya et al., 1998; Lindow et al., 2002a; 2002b; Mascarenhas et al., 2002; Soppa et al., 
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2002; Volkov et al., 2003). Las proteínas SMC se encuentran altamente conservadas, desde bacterias a 
humanos (Nasmyth y Haering, 2005; Hirano, 2006). Las topoisomerasas, las NAPs y el complejo SMC, 
mantienen los dominios topológicos del cromosoma, regulando el número y tamaño de éstos (Wang 
et al., 2013) (Figura 1). Sin embargo, estos dominios y sus fronteras no son estáticos, sino que son 
altamente dinámicos, cambiando en respuesta a las transacciones del DNA que ocurren en y entre ellos. 
Como se ha mencionado anteriormente, el proceso de transcripción es un factor importante que influye 
en la topología del nucleoide. El movimiento de la RNA polimerasa a lo largo de la cadena molde genera 
dominios de superenrollamiento positivo y negativo, por delante y por detrás, respectivamente, de la 
burbuja transcripcional (Wu et al., 1988; Rahmouni and Wells, 1992). De manera similar, el proceso de 
transerción (transcripción asociada a la traducción e inserción en la membrana bacteriana del polipéptido 
naciente) se ha propuesto que influenciaría la estructura del nucleoide (Woldringh, 2002; Libby et al., 
2012; Fishov and Norris 2012). La estructura del nucleoide, a su vez, impone una compartimentación 
sobre la célula, restringiendo la difusión de macromoléculas (Montero Llopis et al., 2010). 
 El primer estudio citológico llevado a cabo con el objeto de determinar la posición subcelular 
de un locus del genoma bacteriano se llevó a cabo en B. subtilis (Webb et al., 1997). Así, mediante 
experimentos de microscopía de fluorescencia, se trazaron las posiciones genómicas correspondientes 
al oriC y Ter en la célula, mostrando que al inicio del ciclo celular estas posiciones localizan en polos 
celulares opuestos (Webb et al., 1997; Webb et al., 1998). Estos estudios revelaron que la replicación 
se inicia cerca de la región central de la célula, y que los nuevos orígenes replicados se segregan 
rápidamente hacia los extremos externos del nucleoide. La región del Ter ocupa posiciones celulares 
centrales durante la mayoría del ciclo celular (Webb et al., 1997; Webb et al., 1998). Asimismo, Teleman 






Figura 1: Organización del cromosoma de B. subtilis. Representación esquemática de la organización 
topológica del nucleoide bacteriano y de las diferentes proteínas asociadas a éste en B. subtilis. Figura 
adaptada de Wang et al., 2013.
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el cromosoma de B. subtilis y vieron que los loci que tienen posiciones intermedias entre el oriC y el 
Ter en el mapa genético, localizan en la célula en posiciones intermedias entre ambas regiones. Estos 
datos revelan una recapitulación intracelular del mapa genético, que se traduce en un posicionamiento 
específico del cromosoma dentro de la bacteria. Por otra parte, Lewis y colaboradores (Lewis et al., 
2000) mostraron que la RNA polimerasa de B. subtilis colocaliza mayoritariamente con el nucleoide, y 
que, por el contrario, los ribosomas quedan excluidos por éste.
1.2.  Replicación del material genético en B. subtilis
  1.2.1.  Iniciación de la replicación en B. subtilis
La replicación del genoma en B. subtilis comienza en un sitio único denominado origen de 
replicación (oriC) (Yoshikawa and Sueoka, 1963a, 1963b; revisado en Lemon et al., 2002). En la Figura 
2 se muestra una representación esquemática de la iniciación y elongación de la replicación del genoma 
de B. subtilis. Para iniciar la replicación, la proteína DnaA se une a secuencias específicas en el oriC 
(cajas DnaA) (Moriya et al., 1985; Fukuoka et al., 1990) y produce la separación de las dos cadenas de 
DNA en una región rica en AT denominada DUE (DNA unwinding element, por sus siglas en inglés) 
(Krause et al., 1997; revisado en Mott and Berger, 2007). En esta región del origen de replicación se 
generarán dos horquillas de replicación que procederán bidireccionalmente a lo largo del cromosoma 
circular. En primer lugar se produce el ensamblaje del primosoma, en el que la helicasa replicativa, 
DnaC (que es ensamblada con la ayuda de las proteínas DnaD, DnaB y DnaI) (Velten et al., 2003; 
Rokop et al., 2004), desenrolla y expande la burbuja de ssDNA generada por la proteína DnaA, para 
permitir la entrada de la primasa (DnaG). Una vez que la primasa ha sintetizado el primer o cebador de 
RNA se ensamblan de manera sucesiva los componentes del replisoma (complejo de proteínas y enzimas 
encargadas de la elongación de la replicación): la abrazadera deslizante o sliding clamp (β), las proteínas 
encargadas de posicionar la abrazadera deslizante o clamp loader (τ, δ, δ´), la proteína de unión a DNA 
de banda sencilla o SSB y las polimerasas replicativas PolC y DnaE. Ambas polimerasas llevan a cabo 
la replicación del DNA en B. subtilis. Inicialmente se propuso que PolC sería la polimerasa responsable 
de la síntesis de la cadena líder y DnaE responsable de la síntesis de la cadena retrasada (Dervyn et al., 
2001). Sin embargo, se ha descrito recientemente que DnaE actúa primero extendiendo los primers de 
RNA en la cadena retrasada y PolC continúa posteriormente con la elongación de esta cadena (Sanders 
et al., 2010). Finalmente, la DNA polimerasa I elimina los segmentos de RNA y sintetiza DNA en su 
lugar, siendo estos fragmentos posteriormente sellados por la acción de la DNA ligasa (Kornberg 
and Baker, 1992). La proteína SSB, aparte de su papel en la estabilización de las regiones de ssDNA, 
tiene un papel central en el reclutamiento de proteínas a la horquilla de replicación. Se ha determinado 
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que esta proteína mantiene una red de interacciones que incluye al menos 12 proteínas implicadas en 
replicación, reparación y recombinación (Costes et al., 2010). Cabe destacar que el replisoma de B. 
subtilis ha sido reconstituido in vitro utilizando 13 proteínas purificadas (DnaB, DnaC, DnaD, DnaG, 
DnaI, SSB, PolC, DnaE, PriA, β, τ, δ y δ´), dando lugar a una horquilla de replicación funcional en un 
molde de DNA circular (Sanders et al., 2010). 
 Se ha propuesto que la iniciación de la replicación en B. subtilis estaría asociada a la membrana 
plasmática, ya que las regiones correspondientes al oriC se encuentran enriquecidas en la fracción 
celular de membrana (Sueoka and Hammers, 1974; Yamaguchi and Yoshikawa, 1977; Winston and 
Sueoka, 1980; Sueoka 1998). Esta asociación tendría lugar a través de la proteína DnaB, que anclaría 
el oriC a la membrana plasmática (Winston and Sueoka, 1980; Sueoka 1998; Rokop et al., 2004) y 






























Figura 2: Representación esquemática de la iniciación y elongación de la replicación del genoma en 
B. subtilis. (A) Para iniciar la replicación, la proteína DnaA se une a secuencias específicas en el oriC y 
produce el desenrrollamiento de una región rica en AT, generando los sustratos de ssDNA necesarios para 
el ensamblaje del primosoma. (B) En primer lugar, las proteínas DnaD, DnaB y DnaI ayudan a que dos 
helicasas replicativas (DnaC) se ensamblen en las cadenas de ssDNA que serán las cadenas retrasadas de 
ambas horquillas de replicación. A continuación, la helicasa expande la burbuja de ssDNA, permitiendo 
la acción de la primasa, que sintetizará el cebador de RNA para que sea utilizado por las polimerasas 
replicativas. (C) Finalmente, se ensamblan el resto de componentes del replisoma en ambas horquillas 
de replicación, que procederán bidireccionalmente a lo largo del cromosoma circular hasta que ambas 
horquillas converjan en los sitios Ter del genoma. Figura adaptada de Robinson and van Oijen, 2013.
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 La visualización de la polimerasa replicativa PolC fusionada a GFP, así como de otros 
componentes del replisoma (τ-GFP, δ´-GFP) en células de B. subtilis reveló una localización subcelular 
en sitios discretos, principalmente en el centro de la célula (Lemon and Grossman, 1998). Debido a 
esta localización subcelular discreta, se propuso que ambos replisomas podrían estar anclados a alguna 
estructura subcelular, dando lugar a una “fábrica” de replicación por la cual pasaba el DNA procedente 
de ambas horquillas para ser replicado (Lemon and Grossman, 1998). Sin embargo, experimentos 
posteriores de time-lapse han mostrado que esta “fábrica” no se encuentra fija en una posición 
determinada, sino que se mueve por el centro celular (Migocki et al., 2004). Así, se vió que un focus de 
GFP-PolC se separa en dos foci, que vuelven a converger otra vez, lo que sugiere que los dos replisomas 
son capaces de separarse durante la replicación (Migocki et al., 2004). En línea con estos resultados, 
trabajos más recientes tanto en E. coli como en B. subtilis sugieren un modelo en el que los replisomas 
se mueven a lo largo del cromosoma para dar lugar a la replicación de éstos (Reyes-Lamothe et al., 
2008; Wang et al., 2014).
1.2.2.  Terminación de la replicación en B. subtilis
La terminación de la replicación en B. subtilis tiene lugar cuando las horquillas de replicación 
convergen en sitios aproximadamente opuestos al oriC en el mapa circular del genoma, en los 
denominados sitios Ter. Estos sitios son secuencias de 30 pb que constan de 2 repeticiones invertidas 
imperfectas de 16 pb (llamadas sitio A y B) que solapan en un trinucleótido conservado. En el genoma 
de B. subtilis hay 9 sitios Ter que abarcan una región de unas 430 Kb en la región del término (Griffiths 
et al., 1998). A cada uno de los sitios Ter se une un dímero de la proteína RTP (replication termination 
protein, por sus siglas en inglés) (Lewis et al., 1990; Vivian et al., 2007). La unión de la proteína RTP 
a los sitios Ter actúa como una trampa para el avance de las horquillas de replicación, restringiendo de 
esta manera la fusión de las horquillas a la región de terminación del genoma. Cada complejo Ter-RTP 
sólo puede producir la parada de la horquilla de replicación que procede desde una dirección y no la de 
la horquilla que procede desde la dirección contraria; por ello, se dice que el complejo de terminación 
posee polaridad funcional (Griffiths et al., 1998). El sitio A es un sitio de unión de baja afinidad para 
el dímero de RTP y el sitio B es un sitio de unión de alta afinidad. Para que se produzca la parada de la 
horquilla de replicación ambos sitios deben estar ocupados por dímeros de RTP (Duggin et al., 1999) y 
la horquilla tiene que encontrarse en primer lugar con el sitio B. Así, cuando la horquilla de replicación 
se encuentra en primer lugar con el sitio A, ésta desplaza a RTP y es capaz de atravesar el sitio de 
terminación (Smith y Wake, 1992). Además, se ha propuesto que el dímero de RTP unido al sitio B 
establecería interacciones con algún componente del replisoma, probablemente la helicasa replicativa, 
siendo esta interacción crítica para bloquear el avance de la horquilla de replicación (Manna et al., 1996; 
Gautam et al., 2001; Duggin et al., 2006).
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 Finalmente, la terminación se completa con la decatenación por parte de la topoisomerasa IV 
de los dos cromosomas entrelazados y la resolución por parte de recombinasas específicas (RipX y 
CodV) de los posibles dímeros de cromosomas formados durante el proceso de replicación (Huang et 
al., 1998; Sciochetti and Pigot, 2000). Ambos procesos son coordinados y facilitados por las translocasas 
SftA y SpoIIIE para permitir una segregación eficiente de la región terminal del cromosoma (Sharpe and 
Errington, 1995; Biller and Burkholder, 2009; Kaimer et al., 2009).
1.3.  Segregación del cromosoma en B. subtilis
 La segregación del cromosoma en B. subtilis ocurre de manera simultánea a la replicación 
(revisado en Wang et al., 2013; Kleckner et al., 2014), y al igual que ésta sigue la dirección ori-ter. 
Por tanto, los diferentes loci son segregados por orden de replicación. Este proceso coordinado de 
replicación y segregación simultánea no sólo restablece el posicionamiento de los cromosomas con 
respecto a la célula (patrón espacial) sino también la organización intrínseca del cromosoma (Wang and 
Rudner, 2014).
 En ausencia de un control temporal de la segregación (a diferencia de lo que ocurre en 
eucariotas), las bacterias se valen de la organización espacial para promover una segregación fiel y 
eficiente del cromosoma. Por tanto, los factores que organizan y compactan el cromosoma bacteriano 
afectan de manera indirecta la segregación de éste, como las NAPs, las topoisomerasas y la RNA 
polimerasa, entre otros (Dworkin and Losick 2002; Woldringh and Nanninga 2006; Wang et al., 2013). 
Se piensa que no existe una única maquinaria dedicada a la segregación del cromosoma en bacterias, 
estando implicados en este proceso diferentes factores que se detallan a continuación.
 La mayoría de los cromosomas procarióticos poseen complejos de partición parABS, descritos 
inicialmente en plásmidos de bajo número de copias (Livny et al., 2007; Salje et al., 2010). Estos 
complejos consisten en tres componentes: unas secuencias de DNA que actuarían de manera análoga a 
un centrómero (secuencias parS), agrupadas en la región del origen de replicación, una proteína que se 
une específicamente a esta secuencia (parB, denominada SpoOJ en B. subtilis) y una ATPasa tipo Walker 
(parA, denominada Soj en B. subtilis) que actúa sobre este complejo. En B. subtilis, tanto SpoOJ como 
Soj son importantes para la segregación de los orígenes hacia los polos celulares (Lee and Grossman, 
2006). Además, la deleción de la proteína SpoOJ, da lugar a un aumento de la producción de células 
anucleadas de 100 veces con respecto a la estirpe wild-type (Ireton et al., 1994). 
 El complejo SMC también juega un papel importante en la segregación del cromosoma en B. 
subtilis. La deleción de SMC o de sus proteínas asociadas ScpA y ScpB, es deletérea en condiciones 
de crecimiento rápido. Además, en condiciones de crecimiento lento los mutantes de deleción tienen 
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nucleoides descondensados y una mayor frecuencia de células anucleadas, lo que sugiere que SMC 
ejerce su función sobre todo el cromosoma (Grauman 2001; Mascarenhas et al., 2002; Soppa et 
al., 2002). El complejo SMC es necesario para la separación de los orígenes y de ambos brazos del 
cromosoma tras su replicación (Gruber et al., 2014; Wang et al., 2014b). Por otra parte, la proteína 
SpoOJ recluta a la proteína SMC al origen, acción que se requiere para una correcta segregación del 
cromosoma (Gruber and Errington, 2009; Sullivan et al., 2009; Wang et al., 2014a). 
 Se han observado dos tipos distintos de organización del cromosoma bacteriano: ori-ter e 
izquierda-ori-derecha (Viollier et al., 2004; Nielsen et al., 2006; Vallet-Gely and Boccard, 2013; David 
et al., 2014). En el patrón ori-ter (Figura 3A), el origen se sitúa en un polo celular y el término en 
el polo opuesto, mientras que el brazo izquierdo y el derecho se sitúan en paralelo, siguiendo el eje 
longitudinal de la célula. En el patrón izquierda-ori-derecha el origen se posiciona en el centro de la 
célula y ambos brazos flanquean al origen en ambas mitades de la célula, cerrando el círculo la región 
del término, que conecta ambos brazos. Recientemente, Wang y colaboradores (Wang et al., 2014a) 
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Figura 3: Segregación del DNA en B. subtilis. (A) Diferentes patrones [ori-ter e izquierda(izd)-ori-
derecha(dcha)] que puede adoptar el nucleoide bacteriano. (B) Representación esquemática de la segregación 
del DNA en B. subtilis. Al inicio del ciclo celular los orígenes de replicación (esferas grises) se localizan 
cerca de los polos celulares y el término ocupa el polo opuesto (lo que tras la división será el nuevo polo 
celular), adoptando el patrón longitudinal ori-ter-ter-ori. En esta localización polar se produce la duplicación 
de los orígenes, tras la cual migran de forma conjunta hacia el centro de la célula, dando lugar al patrón de 
organización izquierda-ori-derecha en el que ambos brazos del cromosoma (representados en color azul el 
brazo izquierdo y en color rosa el brazo derecho) ocupan ambas mitades de la célula. Los orígenes duplicados 
empiezan a segregarse en direcciones opuestas hacia los polos celulares, seguidos por el resto de las regiones 
replicadas del cromosoma. Así, durante la segregación comienza a restablecerse el patrón ori-ter, que será con 
el que las células hijas inicien un nuevo ciclo celular tras la división. Figura adaptada de Wang et al., 2014.
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orígenes se posicionan en la región central de la célula justo después de replicarse en los extremos del 
nucleoide (cerca de los polos), dando lugar al patrón izquierda-ori-derecha. Una vez posicionados en la 
región central de la célula, los orígenes son segregados hacia los polos celulares mientras continúa la 
replicación, lo que restablece el patrón ori-ter inicial (Figura 3B). Este estudio demostró que, incluso 
en condiciones de crecimiento lento, B. subtilis inicia el ciclo celular con cromosomas parcialmente 
replicados, siendo por tanto parcialmente diploide. Además, Wang y colaboradores (2014a) mostraron 
que el sistema de partición parS/SpoOJ/Soj y el complejo SMC determinan los patrones específicos 
que adopta el cromosoma de B. subtilis durante el ciclo celular. El complejo SMC es necesario para 
mantener el patrón izquierda-ori-derecha, ya que cuando este complejo es inactivado la orientación del 
cromosoma cambia, generando el patrón ori-ter. Asimismo, el sistema de partición parS/SpoOJ/Soj está 
implicado en la generación del patrón ori-ter. En ausencia de Soj, el movimiento de los orígenes hacia 
los polos celulares no se produce y la reorganización del cromosoma se ve afectada (Wang et al., 2014a).
 Por otra parte, diferentes estudios han propuesto que la proteína MreB, homólogo bacteriano 
de la actina eucariótica, implicado en la determinación de la forma celular y la síntesis de la pared 
celular bacteriana, podría participar en la segregación del cromosoma, tanto en B. subtilis como en otras 
bacterias (Soufo and Graumann, 2003; Gitai et al., 2004; revisado en Shaevitz and Gitai, 2010). Sin 
embargo, esta afirmación sigue siendo controvertida hoy día, ya que en diferentes condiciones MreB 
parece no ser esencial para este proceso (Formstone and Errington, 2005; Bendezú and de Boer, 2008; 
Schirner and Errington, 2009; Shebelut et al., 2009). Los primeros estudios de la localización de 
proteínas MreB en B. subtilis mediante técnicas de inmunofluorescencia y fusiones a GFP, mostraron 
que MreB, Mbl y MreBH forman largas estructuras helicoidales a lo largo del eje longitudinal de la 
bacteria, cerca de la membrana celular (Jones et al., 2001; Carballido-López et al., 2006a) (Figura 4A). 
Puesto que el patrón de localización de proteínas PBPs (penicillin binding proteins, por sus siglas en 
inglés), encargadas de la síntesis del peptidoglicano, y el patrón de inserción de nuevo peptidoglicano 
es helicoidal (Daniel and Errington, 2003; Tiyanont et al., 2006; Divakaruni et al., 2007), se postuló que 
los filamentos helicoidales de MreB asociados a la membrana celular actuarían como un andamio que 
dirigiría el crecimiento de la pared celular mediante el posicionamiento de las enzimas implicadas en 
su síntesis (revisado en Carballido-López et al., 2006b). Sin embargo, estudios más recientes utilizando 
la técnica de microscopía de fluorescencia de alta resolución TIRFM (Total Internal Reflection 
Fluorescence Microscopy, por sus siglas en inglés), que permite detectar con gran sensibilidad eventos 
que tienen lugar en la superficie celular, y el seguimiento de partículas individuales, sugieren que las 
proteínas MreB, Mbl y MreBH fusionadas a GFP no forman estructuras helicoidales continuas sino 
parches discretos en la periferia celular, que se mueven perpendicularmente al eje longitudinal de la 
célula (Domínguez-Escobar et al., 2011; Garner et al., 2011) (Figura 4B). En este estudio además se 
mostró que el movimiento de estos parches depende de la maquinaria de síntesis de la pared celular, ya 
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que la inhibición de ésta con antibióticos o la deleción de proteínas implicadas en este proceso bloquean 
su movimiento.
 Finalmente, se ha propuesto que las cromátidas hermanas tenderían a separarse de forma natural 
debido a fuerzas entrópicas. Así, se ha sugerido que las cromátidas replicadas se comportarían como 
polímeros confinados en un contenedor cilíndrico, que se repelerían entre sí, lo que promovería su 
segregación (revisado en Jun and Wright, 2010). 
2.  El bacteriófago ϕ29
 El bacteriófago ϕ29 es un virus perteneciente a la familia Podoviridae (fagos con cola corta no 
contráctil), dentro del orden Caudovirales (fagos con cola), y al género de los fagos ϕ29-like, en el que 
se encuentra junto con los fagos ϕ15, PZA, BS32, B103, Nf, M2Y y GA-1 (Ackermann et al., 1998). 
Éstos son los fagos más pequeños que infectan Bacillus y están entre los fagos más pequeños conocidos 
que poseen un genoma de dsDNA (Anderson and Reilly, 1993). Desde su descubrimiento (Reilly and 
Spizizen, 1965), el bacteriófago ϕ29 ha constituido un sistema modelo muy utilizado en Biología 
Molecular, permitiendo el estudio de procesos básicos como la replicación y la transcripción del material 
genético, así como la morfogénesis del virión (Meijer et al., 2001a). ϕ29 infecta la bacteria B. subtilis, 
desarrollando un ciclo lítico de aproximadamente 45 min a 37 ºC en condiciones de laboratorio. Por 
otro lado, se ha demostrado que ϕ29 puede permanecer en un estado de pseudo-latencia al ser capaz de 
atrapar su genoma en la espora (Meijer et al., 2005), aplazando así el desarrollo de su ciclo lítico hasta 
que las condiciones ambientales vuelvan a ser favorables para el desarrollo vegetativo de su hospedador.
Clave: Maquinaria de elongación






TIRFM Microscopía de fluorescencia convencional
Figura 4: Localización subcelular de los componentes del citoesqueleto tipo actina bacteriano en B. 
subtilis, utilizando técnicas de microscopía de fluorescencia convencional (A) o la técnica de TIRFM 
(B). Tanto en (A) como en (B) se representa la proteína MreB (en naranja) asociada a la maquinaria de 
síntesis del peptidoglicano (en violeta). Las flechas indican el movimiento de las estructuras formadas por 
MreB y la maquinaria de síntesis del peptidoglicano. Figura adaptada de White and Gober, 2012.
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2.1.  Organización genética y transcripcional del DNA del bacteriófago ϕ29
 El bacteriófago ϕ29 posee un genoma de DNA lineal de doble cadena de 19.285 pb, con una 
proteína terminal (TP) covalentemente unida a los extremos 5´ del DNA (Salas et al., 1978), y codifica 
unas 20 proteínas.
 La transcripción del genoma de ϕ29 es un proceso altamente controlado que tiene lugar en 
dos etapas, según el periodo del ciclo infectivo en el que ocurre la transcripción: temprana y tardía. La 
transcripción del genoma viral es llevada a cabo por la RNA polimerasa bacteriana y el cambio de la 
transcripción temprana a la tardía está regulado por proteínas virales tempranas (Sogo et al., 1979). Por 
regla general, en los fagos, los genes con funciones similares están agrupados en el mismo operón para 
poder ser regulados con la máxima economía (Ackerman et al., 1998). Así, el genoma de ϕ29 presenta 
sus genes agrupados en tres operones, dos operones de expresión temprana localizados en los extremos 
del genoma y un operón de expresión tardía localizado entre los dos operones de expresión temprana 
(Figura 5). 
 El operón derecho se transcribe principalmente a partir del promotor denominado C2 y codifica 
las proteínas p16.7 y p17, implicadas en la inyección del genoma viral y la replicación (González-
Huici et al., 2004a, 2006; Alcorlo et al., 2007; Meijer et al., 2000; Meijer et al., 2001b; Serna-Rico 
et al., 2003). Además, contiene cuatro fases de lectura abierta (16.5, 16.6, 16.8 y 16.9) cuya función 
se desconoce, que podrían codificar otras proteínas. El operón derecho es el primero en transcribirse, 
incluso antes de que se lleve a cabo la inyección completa del genoma viral (González-Huici et al., 
2004a) (ver apartado 2.3). 
 El operón izquierdo codifica las principales proteínas implicadas en la replicación del DNA viral 
y las proteínas implicadas en la regulación de la transcripción (p1, p2, p3, p4, p5 y p6), así como la 
proteína p56, que es un inhibidor de la uracil-DNA glicosilasa (UDG) bacteriana (Serrano-Heras et al., 
2008; Pérez-Lago et al., 2011). Además, contiene tres fases de lectura abierta que podrían codificar otras 
proteínas (0.4, 0.6 y 5.5). El gen 2 codifica la proteína p2, que es la DNA polimerasa viral y el gen 3 
codifica la p3 o TP, que es la proteína que sirve como cebadora durante la iniciación de la replicación 
(Peñalva and Salas, 1982; Blanco and Salas, 1984). Los genes 5 y 6 codifican, respectivamente, la 
proteína p5 o SSB, que es una proteína de unión a DNA de banda sencilla (ssDNA) (Martin et al., 1989), 
y la proteína p6 o DBP, que se une a DNA de banda doble (dsDNA) (Prieto et al., 1988). La proteína 
p6 forma un complejo nucleoproteico en los orígenes de replicación para activar la iniciación de la 
replicación del DNA viral (Serrano et al., 1993). El gen 4 codifica el regulador transcripcional p4, que 
produce el cambio de la transcripción del operón temprano izquierdo a partir de los promotores A2b y 
A2c a la transcripción del operón tardío a partir del promotor A3 (Sogo et al., 1979), y el gen 1 codifica 
la proteína de unión a membrana p1 (Bravo and Salas 1997), que interacciona con la proteína FtsZ y 
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cuya expresión da lugar a un aumento de la longitud celular y del DNA viral sintetizado (Ballesteros-
Plaza et al., 2013). Además, a partir del promotor A1, el cual es activo durante todo el ciclo infectivo 
(Monsalve et al., 1995), se transcribe un RNA de 117 nucleótidos llamado pRNA necesario para el 
empaquetamiento del genoma viral en la cápsida (revisado en Schwartz and Guo, 2013).
 Finalmente, el operón tardío situado en la parte central del genoma viral contiene los genes 7 al 
16, que codifican las proteínas estructurales del fago, las implicadas en la morfogénesis del fago y las 
responsables de la lisis de la bacteria (revisado en Meijer et al., 2001a). Este operón se encuentra bajo el 
control de un único promotor (A3) y necesita la proteína p4 para su activación (Nuez et al., 1992). 
 La regulación de la transcripción del genoma de ϕ29 ha sido ampliamente estudiada (revisado 
en Rojo et al., 1998; Meijer et al., 2001a), siendo la proteína p4 la principal implicada en este proceso. 
La función principal de p4 es provocar el cambio de la expresión temprana a partir de los promotores 
A2b y A2c a la tardía, reprimiendo la activación de estos promotores y activando el promotor A3 
mediante la estabilización de la unión de la RNA polimerasa bacteriana a éste (Nuez et al., 1992). 
Además de la p4, la proteína p6 participa en el cambio de la expresión temprana a la tardía estabilizando 
la unión de la proteína p4 a estos promotores (Elías-Arnanz and Salas, 1999; Camacho and Salas, 2001a, 
Calles et al., 2002; Camacho and Salas, 2004). Por otra parte, la proteína p6 inhibe la transcripción 
a partir del promotor C2 uniéndose a él, ya que tiene mayor afinidad por los extremos del DNA viral 
(Whiteley, 1986; Barthelemy et al., 1989; Camacho and Salas, 2001b; González-Huici et al., 2004b). 
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Figura 5: Mapa genético y transcripcional de ϕ29. A ambos extremos se presentan los operones de 
expresión temprana (líneas discontinuas) y entre ambos el operón de expresión tardía (línea continua). 
Se muestran los promotores más importantes, indicados por su nombre en cajas y los terminadores de 
la transcripción indicados mediante horquillas. Las flechas coloreadas corresponden a genes, mientras 
que las flechas blancas corresponden a fases de lectura abierta. El nombre de los genes y de las fases de 
lectura abierta se indica encima de cada flecha. Las flechas negras indican la dirección de la transcripción. 
Debajo del operón de expresión tardía se muestra un modelo del virión de ϕ29, así como un corte 
longitudinal de éste, con las proteínas que lo componen indicadas (adaptado de Xiang et al., 2008).
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2.2.  Replicación del DNA del bacteriófago ϕ29 in vitro: mecanismo de replicación 
iniciada con TP
 Generalmente, las DNA polimerasas no son capaces de iniciar la síntesis de DNA de novo, 
sino que requieren la presencia de un primer o cebador que contenga un grupo hidroxilo (OH) libre 
para iniciar la replicación. En la mayoría de los casos, este grupo OH es suministrado por primers de 
RNA sintetizados por primasas (revisado en Frick and Richardson, 2001). Sin embargo, en el caso 
de los organismos que contienen genomas lineales, la eliminación del primer de RNA provocaría un 
acortamiento progresivo de los extremos del genoma en sucesivas rondas de replicación. Por tanto, 
para garantizar la replicación de los extremos del DNA de genomas lineales, han surgido diferentes 
estrategias a lo largo de la evolución. Así, fagos como T4, T7 y SPP1 producen concatémeros haciendo 
uso de repeticiones terminales del genoma, y el fago λ circulariza su genoma y lo replica posteriormente 
mediante el mecanismo de círculo rodante (revisado en Salas and de Vega, 2008). En eucariotas 
superiores la telomerasa previene el acortamiento de los telómeros extendiendo los extremos del DNA 
utilizando su propio RNA como molde (Verdun and Karlseder, 2007). En el caso de los genomas lineales 
que contienen una TP en los extremos, el grupo OH de una serina, treonina o tirosina específica de la 
TP es utilizado por la DNA polimerasa para iniciar la replicación del DNA. Entre los organismos que 
utilizan este mecanismo de replicación iniciado con TP se encuentran diversos virus tanto eucarióticos 
(adenovirus) como procarióticos (ϕ29, PRD1, Cp1) (revisado en Salas, 1991; de Jong et al., 2003). Por 
otra parte, la presencia de TPs ha sido descrita en virus que infectan Archaea (Bath et al., 2006; Peng et 
al., 2007), algunas especies de Streptomyces (Chang and Cohen, 1994), plásmidos lineales de bacterias, 
hongos y plantas superiores (Salas, 1991; Meinhardt et al., 1997; Chaconas and Chen, 2005), elementos 
transponibles (Kapitonov and Jurka, 2006) y DNA mitocondrial (Fricova et al., 2010).
 El mecanismo de iniciación mediante proteína terminal ha sido extensamente estudiado en 
el bacteriófago ϕ29 (revisado en Salas et al., 1999 y de Vega and Salas, 2011). El bacteriófago ϕ29 
posee un genoma lineal de DNA de doble cadena con una TP covalentemente unida a los extremos 5´, 
denominada TP parental. Los orígenes de replicación del genoma se encuentran en ambos extremos 
y están constituidos por la TP parental así como por secuencias de 12 pb que contienen repeticiones 
invertidas de 6 pb (3´-TTTCAT-5´) (Gutiérrez et al., 1988). En la Figura 6 se muestra un esquema del 
mecanismo de replicación del DNA de ϕ29 in vitro. En primer lugar, la proteína viral p6 de unión a 
dsDNA se une a los extremos del DNA formando un complejo nucleoproteico que distorsiona la doble 
hélice y se ha propuesto que ayudaría a su apertura, facilitando el proceso de iniciación (Prieto et al., 
1988; Serrano et al., 1994). Estos orígenes serían reconocidos a continuación por el heterodímero 
formado entre una molécula de TP libre (TP iniciadora) y la DNA polimerasa viral. Para iniciar la 
















Formación del complejo p6/DNA





























Elongación y disociación de p5
Figura 6: Representación esquemática de la replicación del genoma de ϕ29 in vitro. La proteína p6 forma 
un complejo nucleoproteico en ambos orígenes de replicación, que ayudaría a abrir la doble hélice, y que será 
reconocido por el heterodímero formado por la DNA polimerasa y la TP. A continuación, la DNA polimerasa 
cataliza la incorporación del primer dAMP a la TP. Después de la etapa de transición (no representada en la 
figura), la polimerasa se disocia de la TP y continúa con la elongación de ambas cadenas de manera procesiva 
acoplada a desplazamiento de banda, dando lugar al intermediario replicativo de tipo I. La proteína p5 se une 
a las bandas de ssDNA desplazadas. Cuando las dos polimerasas provenientes de ambos extremos convergen, 
las dos cadenas parentales se separan, generando dos intermediarios replicativos tipo II, en los que la SSB 
unida al ssDNA será desplazada por la DNA polimerasa durante el proceso de polimerización. Finalmente, la 
polimerasa se disocia del DNA al alcanzar los extremos del genoma tras la replicación del último nucleótido. 
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Ser232 de la TP (Blanco and Salas, 1984; Hermoso et al., 1985). La formación del complejo de 
iniciación TP-dAMP está dirigido por el segundo nucleótido en el extremo 3´ del molde (Méndez 
et al., 1992). Una vez incorporado el primer nucleótido, mediante un mecanismo de sliding-back, el 
complejo TP-dAMP se transloca una posición hacia atrás para recuperar la información del nucleótido 
terminal en 3´. La segunda T del extremo 3´ volverá a servir como molde para la incorporación del 
segundo nucleótido de la cadena naciente. La DNA polimerasa sintetiza un producto de elongación 
de 5 nucleótidos mientras permanece unida a la TP, experimenta cambios conformacionales durante 
la incorporación de los nucleótidos 6-9, y se disocia completamente de la TP tras la incorporación del 
décimo nucleótido (Méndez et al., 1997). Tras esta etapa de transición, la DNA polimerasa continúa con 
la elongación del DNA de manera procesiva, que ocurre acoplada al desplazamiento de la banda que no 
está siendo utilizada como molde por esta DNA polimerasa. Así, debido a las características de la DNA 
polimerasa, la elongación ocurre en ausencia de helicasas o factores de procesividad (Blanco and Salas 
1985; Blanco et al., 1989). La proteína viral p5 de unión a ssDNA se une a las bandas desplazadas, 
protegiéndolas del ataque de nucleasas (Martin et al., 1989) y previniendo la formación de estructuras 
secundarias y la unión no productiva de la DNA polimerasa (Soengas et al., 1995). 
 La replicación del DNA de ϕ29 se inicia en ambos extremos de manera no simultánea, 
dando lugar a intermediarios replicativos de tipo I (Harding and Ito, 1980; Inciarte et al., 1980; Sogo 
et al., 1982; Gutiérrez et al., 1991). Estos intermediarios consisten en moléculas de DNA de cadena 
doble en toda su longitud con una o varias ramificaciones de DNA de cadena sencilla. Cuando las 
DNA polimerasas procedentes de ambos extremos se encuentran, las cadenas parentales parcialmente 
replicadas se separan y el intermediario replicativo tipo I da lugar a dos intermediarios replicativos tipo 
II físicamente separados, que consisten en moléculas en las cuales una porción del DNA comenzando 
por un extremo es de doble cadena y la porción de DNA que abarca hasta el extremo opuesto es de 
cadena sencilla (Inciarte et al., 1980; Gutiérrez et al., 1991) (ver Figura 6). La elongación de este tipo 
de molécula ocurre sin desplazamiento de banda y con la disociación de la proteína p5 según avanza la 
DNA polimerasa. Finalmente, la terminación de la replicación tiene lugar cuando la DNA polimerasa 
llega al extremo opuesto del DNA y se disocia de éste tras la incorporación del último nucleótido, dando 
lugar a la completa duplicación de las cadenas parentales.
2.3.  Organización de la replicación del bacteriófago ϕ29 in vivo
 El ciclo infectivo comienza con la adsorción del virión a moléculas de la superficie celular 
que actúan como receptores. El bacteriófago ϕ29 reconoce los ácidos teicoicos glicosilados que 
se encuentran formando parte de la pared celular bacteriana (Young, 1967; Moreno and Bluzat-
Moreno, 1978; Villanueva and Salas, 1981). Este reconocimiento se produce mediante la proteína 
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p12 (Villanueva and Salas, 1981; Xiang et al., 2009), que forma 12 apéndices que rodean a la región 
del cuello (ver Figura 5). Se ha propuesto que la proteína p13, situada en la parte más distal de la 
cola, degradaría la pared celular para permitir la inyección del genoma viral (Xiang et al., 2008). La 
direccionalidad de la inyección del genoma ocurre de derecha a izquierda, en un proceso que tiene lugar 
en dos etapas. En la primera etapa se produce la inyección de aproximadamente el 65% del genoma 
del fago de manera pasiva, debido a la liberación de la presión generada en la cápsida por el alto grado 
de empaquetamiento del DNA viral (Smith et al., 2001; González-Huici et al., 2004a). En la segunda 
etapa se produce la inyección del resto del genoma viral de manera activa, la cual requiere la síntesis 
de proteínas codificadas por el extremo derecho del genoma, entre las cuales se sabe que participan las 
proteínas p16.7 y p17 (González-Huici et al., 2004a, 2006; Alcorlo et al., 2007). Por tanto, primero 
tiene lugar la transcripción del operón temprano situado en el extremo derecho del genoma viral y 
posteriormente la del operón temprano situado en el extremo izquierdo. Como se ha mencionado en 
el apartado 2.1, la RNA polimerasa bacteriana lleva a cabo la transcripción del genoma viral, con la 
participación del regulador transcripcional p4 y la proteína p6. Por otra parte, se ha determinado que 
la DNA girasa bacteriana es importante para la replicación del DNA viral in vivo, ya que el uso de 
inhibidores de esta enzima como la novobiocina y el ácido nalidíxico afectan la replicación del DNA 
viral (González-Huici et al., 2004b).
 La DNA polimerasa, la TP y las proteínas p5 y p6 son esenciales para la replicación del DNA 
viral in vivo (Talavera et al., 1972; Carrascosa et al., 1976; Bravo et al., 1994). Aparte de la necesidad de 
estas proteínas, se ha demostrado la importancia de las proteínas p1, p16.7, p17 y p56 para la replicación 
eficiente del DNA viral in vivo. Así, se sabe que en ausencia de la proteína p16.7 se produce un retraso 
en la síntesis del DNA viral y en la distribución de éste siguiendo un patrón tipo helicoidal (Meijer et al., 
2000; Meijer et al., 2001b; Muñoz-Espín et al., 2009). La proteína p16.7 es una proteína de membrana 
(Meijer et al., 2000, 2001b), que se une tanto a dsDNA como a ssDNA de manera inespecífica de 
secuencia, aunque su afinidad por ssDNA es mayor (Serna-Rico et al., 2002). Además, esta proteína 
interacciona con la TP in vitro (Serna-Rico et al., 2003). De esta manera, se propuso que la localización 
del DNA viral cerca de la membrana bacteriana podría tener lugar mediante la asociación de la proteína 
p16.7 con las bandas desplazadas del DNA viral o con la TP parental (Serna-Rico et al., 2002; 2003) 
(Figura 7A). Por otra parte, se sabe que para que tenga lugar una replicación eficiente del DNA viral 
in vivo se necesita un citoesqueleto de actina intacto (Muñoz-Espín et al., 2009). Así, en ausencia de 
cualquiera de las tres proteínas del citoesqueleto de actina bacteriano, MreB, Mbl o MreBH, se pierde 
la distribución tipo helicoidal de la DNA polimerasa viral y de la proteína p16.7 (Muñoz-Espín et 
al., 2009). Además, mediante ensayos de doble híbrido en bacteria y de entrecruzamiento in vivo, se 
ha determinado que la proteína p16.7 interacciona con la proteína MreB (Muñoz-Espín et al., 2009). 
Estos estudios sugieren por tanto, que la localización de estas proteínas siguiendo un patrón helicoidal 
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es necesaria para una replicación eficiente del fago. Basándose en estos datos, se propuso que ϕ29 utiliza 
el citoesqueleto de actina de la bacteria como una plataforma para distribuir y organizar la replicación 
viral en sitios periféricos de la célula, mediada por la interacción con p16.7 (Muñoz-Espín et al., 2009) 
(Figura 7B).
 La proteína p1 es una proteína que se asocia a la membrana de B. subtilis (Bravo et al., 1997) 
y localiza en el septo y en los futuros sitios de división celular durante el ciclo infectivo (Ballesteros-
Plaza et al., 2013). El efecto de la proteína p1 en la replicación del DNA viral in vivo es dependiente de 
la temperatura, siendo su presencia crítica a 37 ºC pero dispensable a 30 ºC (Bravo and Salas, 1998). 
La proteína p1 interacciona con la proteína bacteriana FtsZ, encargada del ensamblaje del divisoma y 
posterior formación del septo bacteriano. La síntesis de p1 provoca un aumento de la longitud celular, 
por lo que se ha propuesto que esta proteína retrasaría la formación del septo mediante la unión a FtsZ, 
permitiendo una elongación celular durante más tiempo. Además, se ha determinado que la producción 
de DNA viral es mayor en células con una longitud aumentada (Ballesteros-Plaza et al., 2013).
 La proteína p56 es un inhibidor de la UDG de B. subtilis (Serrano-Heras et al., 2008; Pérez-
Lago et al., 2011). Aunque el genoma de ϕ29 no contiene uracilos de forma natural, se ha propuesto que 
la codificación de un inhibidor de la UDG bacteriana podría ser ventajosa para este fago, debido a que 
su mecanismo de replicación implica la generación de sustratos de ssDNA. De esta manera, si durante 
la replicación del DNA viral se incorporasen uracilos y éstos estuviesen presentes en los intermediarios 
de ssDNA, componentes de la vía de reparación por excisión de bases (BER: base excision repair, por 









Figura 7: Organización de la replicación 
de ϕ29 en la membrana plasmática. 
(A) Modelo de la organización del 
DNA viral en la membrana plasmática 
mediada por la interacción de la proteína 
p16.7 con las bandas de ssDNA del TP-
DNA. Figura tomada de Serna-Rico et 
al., 2003. (B) Modelo de la organización 
de la replicación del DNA de ϕ29 en la 
membrana plasmática mediada por la 
proteína p16.7 a través de la interacción 
de ésta con el DNA viral y con el 
citoesqueleto de actina bacteriano. Figura 
tomada de Muñoz-Espín et al., 2009.
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consecutivas generarían roturas en el esqueleto fosfato del DNA, con la consiguiente pérdida de estas 
regiones terminales. De acuerdo con esto, se ha determinado que la infectividad de genomas del fago 
que contienen uracilos es más eficiente tras su replicación en células que producen la proteína p56 que 
en células que no la producen (Serrano-Heras et al., 2008).
 El papel de la proteína p17 en la replicación no se conoce exactamente, pero es necesaria para 
una replicación eficiente del DNA viral in vivo (Carrascosa et al., 1976; González-Huici et al., 2004c). 
Se ha demostrado que la proteína p17 favorece la unión de la p6 al DNA viral in vivo (González-Huici 
et al., 2004c), probablemente induciendo un cambio topológico en éste. Además, se sabe que la proteína 
p17 interacciona in vitro con las proteínas p6 (Crucitti et al., 2003), p1 y p16.7 (Ballesteros-Plaza, 
2014). Finalmente, se ha determinado que la proteína p17 presenta un patrón de localización helicoidal 
similar al de la p16.7, y que esta localización es independiente de otros componentes virales, así como 
de las proteínas MreB, Mbl y MreBH (Ballesteros-Plaza, 2014).
2.4.  La TP del bacteriófago ϕ29
 Como se ha mencionado anteriormente, la TP es la proteína que actúa como cebador de la 
replicación del genoma de ϕ29, suministrando el extremo 3´OH libre necesario para la iniciación de la 
síntesis de DNA por la DNA polimerasa. La resolución de la estructura cristalográfica del heterodímero 
formado por la DNA polimerasa y la TP (Kamtekar et al., 2006) permitió determinar que la TP (266 
aminoácidos) tiene una estructura alargada en tres dominios (Figura 8):
 - El dominio N-terminal (residuos 1-73), cuya estructura no pudo ser resuelta ya que se 
encontraba desordenado en el cristal. Este dominio tiene capacidad de unión a DNA de manera 







Figura 8: Estructura tridimensional de la TP de 
ϕ29. El dominio iniciador se presenta en amarillo, el 
dominio intermedio en verde y el dominio N-terminal 
en rosa. El dominio N-terminal se presenta modelado 
como dos α-hélices. Los datos cristalográficos 
corresponden al PDB ID 2EX3. La figura se realizó 
utilizando el software Pymol (http://www.pymol.org). 
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 - El dominio intermedio (residuos 74-172) está compuesto por dos α-hélices largas y un 
pequeño giro β. Este dominio contacta principalmente con el dominio TPR1 de la DNA polimerasa y 
está implicado en la especificidad de la interacción con ésta (Pérez-Arnaiz et al., 2007). El dominio 
intermedio está conectado al dominio C-terminal a través de un loop flexible que actúa como 
bisagra y que se ha propuesto que permitiría la rotación del dominio iniciador a medida que la DNA 
polimerasa va incorporando los primeros nucleótidos a la cadena naciente, ya que ésta iría desplazando 
progresivamente a la TP del centro activo de polimerización (Kamtekar et al., 2006).
  - El dominio C-terminal o iniciador (residuos 173-266) está formado por cuatro hélices α y 
tiene un carácter altamente electronegativo. Este dominio también contacta ampliamente con la 
DNA polimerasa. En este dominio se encuentra el priming loop (residuos 227-233), que se encuentra 
desordenado en la estructura cristalográfica, y que contiene el residuo iniciador Ser232 (Hermoso et al., 
1985). El dominio C-terminal se ha propuesto que mimetizaría al dsDNA en sus interacciones con la 
DNA polimerasa, ya que ambos ocuparían el mismo lugar en el centro activo de polimerización de ésta 














Figura 9: El dominio iniciador de la TP se une a la DNA polimerasa de manera análoga a 
como lo hace una estructura de DNA molde:iniciador. (A) Representación del heterodímero 
DNA polimerasa/TP. Se indican los diferentes dominios de la DNA polimerasa en esta 
orientación, coloreados según Kamtekar et al., 2004. Se indican los distintos dominios de la TP. 
(B) Modelado de la DNA polimerasa unida a una estructura de DNA molde:iniciador a partir 






 El conocimiento que se tiene sobre el proceso infectivo de fagos dentro de la célula infectada es 
muy limitado. En la presente tesis planteamos profundizar en el conocimiento de la organización temporal 
y espacial de la replicación del bacteriófago ϕ29 in vivo, así como caracterizar el dominio N-terminal de 
la TP de este virus, mediante el abordaje de los siguientes objetivos concretos:
1. Determinar la localización subcelular de la maquinaria replicativa de ϕ29.
2. Estudiar si la localización subcelular de la maquinaria replicativa de ϕ29 depende de algún 
componente viral o bacteriano.
3. Estudiar el papel del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la replicación del DNA viral in 
vivo.
4. Determinar la estructura secundaria del dominio N-terminal de la TP de ϕ29.
5. Determinar los residuos del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 implicados en la localización 
de esta proteína en el nucleoide bacteriano y en la unión a DNA.
6. Determinar el papel del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la replicación del TP-DNA 
viral in vitro.
7. Estudiar la implicación de la proteína viral p6 en las diferentes etapas de la replicación del 







1.1. Nucleótidos, oligonucleótidos y sustratos de DNA
 Los nucleótidos no marcados radiactivamente fueron suministrados por Amersham Pharmacia. 
Los nucleótidos marcados radiactivamente [α-32P]dATP (3000 Ci/mmol) y [γ-32P]ATP (3000 Ci/mmol) 
fueron suministrados por Perkin Elmer Inc. El TP-DNA de ϕ29 se obtuvo como se había descrito en 
Peñalva y Salas (1982).
 Los oligonucleótidos utilizados fueron suministrados por Sigma e Invitrogen, y se detallan en 
la Tabla MS1 (Material Suplementario). En el caso de los oligonucleótidos ϕR68-T y ϕR68-D, que 
amplifican una región de 68 pb del extremo derecho del genoma de ϕ29, se compraron a Invitrogen y 
fueron purificados tras electroforesis en geles de poliacrilamida al 20%-8 M urea. 
1.2. Proteínas
 La TP mutante S232C fue purificada como se ha descrito en Garmendia et al., (1990). La DNA 
polimerasa wild-type de ϕ29 y las DNA polimerasas mutantes en actividad exonucleasa D12A/D66A 
(Bernad et al., 1989) y N62D (de Vega et al., 1996) fueron purificadas como se ha descrito (Lázaro 
et al., 1995). La proteína viral de unión a banda simple p5 (SSB) se obtuvo a partir de células de B. 
subtilis infectadas con ϕ29 y la proteína viral de unión a banda doble p6 (DBP) se obtuvo a partir de 
su expresión en células de E. coli y fueron purificadas como se ha descrito en Soengas et al., (1995) y 
Mencía et al., (2011), respectivamente. 
1.3. Estirpes bacterianas y fagos
 Las estirpes bacterianas y los fagos utilizados se muestran en las Tablas MS2 y MS3, 
respectivamente. Para los clonajes se utilizó E. coli XL1-Blue y DH5 α, y para la expresión de proteínas 
se utilizó E. coli BL21(DE3). La estirpe 168 de B. subtilis se considera la estirpe wild-type. 
 Puesto que la replicación de ϕ29 es inhibida por la proteína Spo0A (Castilla-Llorente et 
al., 2006), en los ensayos de infección con ϕ29 se utilizaron estirpes bacterianas con el gen spo0A 
delecionado. En algunos casos, se utilizaron estirpes de B. subtilis wild-type, pero añadiendo al medio 
2% (p/v) glucosa, que reprime la transcripción de Spo0A desde el promotor de esporulación (Yamashita 
et al., 1989; Chibazakura et al., 1991). Cuando se utilizó la estirpe de B. subtilis mutante ΔmreB, el 
medio se suplementó con 25 mM MgSO4 para mantener la morfología celular (Formstone and Errington, 
2005).
 El fago mutante ϕ29 sus14(1242) contiene una mutación en el gen 14, que codifica la holina 
viral, por lo que es deficiente en la lisis de la bacteria. Sin embargo, esta mutación no tiene ningún 
efecto en la replicación del DNA ni en la morfología del virus, lo que permite el análisis del ciclo viral a 
tiempos tardíos post-infección (Carrascosa et al., 1976; Steiner et al., 1993).
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1.4. Medios de cultivo y condiciones de crecimiento
 Las estirpes de B. subtilis fueron crecidas durante toda la noche en medio LB a 37 ºC con el 
antibiótico requerido en cada caso: kanamicina (5 μg/mL), cloranfenicol (100 μg/mL), espectinomicina 
(100 μg/mL) o eritromicina (1 μg/mL). A la mañana siguiente el cultivo fue diluido 1:100 en medio LB 
nuevo conteniendo el antibiótico correspondiente, e incubado a 37 ºC durante ~3 h para restablecer el 
crecimiento exponencial. El crecimiento de las bacterias se siguió midiendo la absorbancia del cultivo a 
DO600 utilizando un espectrofotómetro (HITACHI). Cuando las bacterias fueron infectadas con fago, se 
añadió 5 mM MgSO4 (concentración final) al medio. 
 Los ensayos de plaqueo de fago se realizaron de acuerdo a métodos estándar (Sambrook et al., 
1989).
2.  MÉTODOS
2.1. Construcción de fusiones a YFP o CFP para experimentos de microscopía de 
fluorescencia
 Para obtener la fusión de la TP de ϕ29 a la YFP, el gen 3 se amplificó por PCR utilizando el 
DNA de f29 como molde y el par de oligonucleótidos YFP-TP_U y YFP-TP_L. El producto de PCR 
obtenido se digirió con las enzimas de restricción XhoI y EcoRI y se clonó en el vector de integración 
de B. subtilis pSG5472, digerido con las mismas enzimas. Como resultado, el gen 3 de ϕ29 se fusionó 
en fase con el extremo C-terminal del gen yfpmut2, quedando bajo el control del promotor inducible por 
xilosa Pxyl. El plásmido resultante se denominó pSGDM5 (Tabla MS4). 
 Para obtener la construcción pDP150-CFP, se amplificó el gen cfp(Bs) y una RBS de B. subtilis 
utilizando como molde el plásmido pDR200, y el par de oligonucleótidos CFP(Bs)_U y CFP(Bs)_L. El 
producto de PCR obtenido se digirió con las enzimas HindIII y NheI y se clonó en el vector pDP150 
digerido con las mismas enzimas. El plásmido pDP150-CFP-2 se obtuvo utilizando el kit QuickChange 
de Stratagene y el par de oligonucleótidos 150-SpeI-1 y 150-SpeI-2 para introducir la diana de 
restricción de la enzima SpeI en el sitio de clonación múltiple del vector. Para obtener las construcciones 
pDP150-CFP/TP, pDP150-CFP/TP Nt, pDP150-CFP/TP Nt+I, pDP150/CFP-TP I, pDP150-CFP/TP 
I+Ct, y pDP150/CFP-TP Ct, estas regiones del gen 3 de ϕ29 se amplificaron utilizando las siguientes 
parejas de oligonucleótidos: TP_U y TP_L, TP_U y TP-Nt_L, TP_U y TP-NtI_L, TP-I_U y TP-NtI_L, 
TP-I_U y TP_L y TP-Ct_U y TP_L, respectivamente. Cada producto de PCR se digirió con las enzimas 
de restricción SphI y SpeI y se clonaron de manera independiente en el vector pDP150-CFP-2 digerido 
con las mismas enzimas.
 Para generar la construcción pDP150-CFP/TP-PRD1, el gen VIII del fago PRD1 (que codifica 
la TP del fago) se amplificó por PCR utilizando el par de oligonucleótidos TP8_R y TP8_L. El producto 
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de PCR resultante se digirió con las enzimas de restricción SphI y SpeI y se clonó en el vector pDP150-
CFP-2 digerido con las mismas enzimas.
 Para obtener los diferentes mutantes puntuales de la TP en el dominio N-terminal fusionados 
a YFP, se utilizó el vector pSGDM5 como molde para la mutagénesis dirigida, utilizando el kit 
QuickChange de Stratagene y las parejas de oligonucleótidos listados en la Tabla MS1 (desde TP-
R3A-R a TP-R70A-L). 
 Para obtener las construcciones pSGIH-TP ΔN10 (residuos 11 a 266), pSGIH-TP ΔN15 
(residuos 16 a 266), pSGIH-TP ΔN20 (residuos 21 a 266), pSGIH-TP ΔNt (residuos 74 a 266), 
pSGIH-TP Nt16-70 y pSGIH-TP Nt16-73, se amplificó mediante PCR la secuencia del gen 3 de ϕ29 
comprendida entre los residuos indicados en cada caso, utilizando el DNA de ϕ29 como molde y las 
parejas de oligonucleótidos TP-∆N10 XhoI-R y TP EcoRI-L, TP-∆N15 XhoI-R y TP EcoRI-L, TP-
∆N20-XhoI-R y TP EcoRI-L, TP-∆Nt-XhoI-R y TP EcoRI-L, TP-∆N15-XhoI-R y Nt16-70-EcoRI-L, 
y TP-∆N15-XhoI-R y Nt16-73-EcoRI-L, respectivamente, que contenían en 5´ las dianas de restricción 
para las enzimas EcoRI y XhoI. Estos fragmentos se digirieron con EcoRI y XhoI y se clonaron en el 
vector pSG5472 previamente digerido con las mismas enzimas. 
 En el caso de las construcciones pSGIH-TP Nt1-24, pSGIH-TP Nt1-37, pSGIH-TP Nt1-50, 
pSGIH-TP Nt1-60, pSGIH-TP Nt1-70, pSGIH-TP Nt1-73 y pSGIH-TP Nt+I se obtuvieron utilizando 
como molde el plásmido pSGDM5 y las parejas de oligonucleótidos Nt1-24-R y Nt1-24-L, Nt1-37-R y 
NT1-37-L, Nt1-50-R y Nt1-50-L, Nt1-60-R y Nt1-60-L, Nt1-70-R y Nt1-70-L, Nt1-73-R y Nt1-73-L, 
y NtI-R y NtI-L, respectivamente, para introducir dos codones de parada después del último residuo 
indicado en cada caso, utilizando el kit QuickChange de Stratagene.
 Las construcciones resultantes se transformaron en células de E. coli XL1-Blue competentes y 
se seleccionaron los transformantes resistentes a ampicilina. Para aislar el DNA plasmídico se utilizó 
el kit de purificación Wizard Plus SV Miniprep de Promega. Una vez purificados los plásmidos y 
secuenciados para detectar la presencia de las construcciones deseadas, se transformaron células de B. 
subtilis 168 competentes. 
 Para purificar los productos de las reacciones de PCR se utilizó el kit QiaQuick Gel Extraction 
de Qiagen.
2.2. Clonaje del gen 3 de ϕ29 en el vector pDP150 para ensayos de complementación de 
la infección con el fago sus3(91)
 Para obtener la construcción pDP150-TP, el gen 3 se amplificó por PCR utilizando el DNA de 
ϕ29 como molde y el par de oligonucleótidos TP_1 y TP_2. El producto de PCR obtenido se digirió con 




2.3. Transformación de B. subtilis 
 Para transformar las estirpes de B. subtilis, éstas se crecieron en medio de competencia [medio 
SMM (1,4% (p/v) K2HPO4, 0,6% (p/v) KH2PO4, 0,2% (p/v) (NH4)2SO4, 0,1% (p/v) citrato trisódico 
dihidratado y 0,02% (p/v) MgSO4) suplementado con 0,2% (p/v) casaminoácidos, 0,5% (p/v) glucosa, 
6 mM MgSO4, 0,02% (p/v) triptófano y trazas de citrato de amonio férrico] durante 3 horas a 37 ºC. A 
continuación se añadió el mismo volumen de medio de inanición (medio SMM suplementado con 0,5% 
(p/v) glucosa y 6 mM MgSO4) precalentado y las células se crecieron durante 2 horas adicionales a 37 
ºC. En este punto se tomaron alícuotas de 0,4 mL de cultivo y se añadió ~3 μg del plásmido deseado. 
Estas muestras fueron incubadas a 37 ºC durante 1 hora y extendidas en medio sólido (LB-1,5% agar) 
con el antibiótico correspondiente. Para confirmar que la inserción del plásmido en los transformantes 
resistentes a espectinomicina había tenido lugar por un entrecruzamiento doble en el locus amyE del 
cromosoma, se seleccionaron los transformantes que perdieron la actividad amilasa. En el caso de los 
transformantes resistentes a eritromicina, se confirmó que la inserción en el locus thrC del cromosoma 
había tenido lugar por un entrecruzamiento doble seleccionando los transformantes que perdieron la 
resistencia a espectinomicina. Para obtener las estirpes delecionadas en el gen spo0A, se transformó 
la estirpe deseada con DNA cromosómico procedente de la estirpe de B. subtilis SWV215 y se 
seleccionaron los transformantes resistentes a kanamicina en placas de LB-1,5% agar conteniendo 5 μg/
mL de dicho antibiótico.
2.4. Microscopía de fluorescencia
 Para analizar la localización subcelular de las proteínas fusionadas a YFP o a CFP, las células 
que expresan estas fusiones fueron crecidas en medio LB con el antibiótico apropiado e incubadas a 
37 ºC. La expresión de las proteínas de fusión fue inducida a DO600 ~0,3-0,4 mediante la adición al 
medio de 0,5% (p/v) xilosa o 1 mM IPTG (concentración final). Treinta minutos después de la inducción 
se añadió DAPI (1 μg/mL) al medio y las células fueron inmovilizadas en un portaobjetos cubierto 
con una fina capa de agarosa al 1% (p/v) en agua, esencialmente como se había descrito previamente 
(Glaser et al., 1997). La adquisición de las imágenes se llevó a cabo utilizando una cámara CCD 
C9100-02 (Hamamatsu) acoplada a un microscopio invertido Zeiss Axiovert 200 M. Las imágenes 
fueron adquiridas con el programa METAMORPH versión 7.1.2. Para visualizar las células se utilizó 
el objetivo 100x 1.45 Plan-Fluar (Zeiss) y los filtros para DAPI (359-371, 450LP), YFP (490-510, 510-
560, HQ520LP) y CFP (426-446/422-432, 455 DCLP, 460-500) o el filtro dicroico CFP/YFP (440-500, 




2.5. Microscopía de inmunofluorescencia
 La estirpe de B. subtilis 110NA se creció a 37 °C en medio LB suplementado con 5 mM 
MgSO4. A una DO600 de ~0,45 el cultivo se infectó con fago sus3(91) a una MOI de 25 y se tomaron 
muestras de cultivo a los 15 min post-infección para ser procesadas. Las muestras se fijaron con 1,4% 
(v/v) formaldehído, 0,0025% (v/v) glutaraldehído y 23 mM PBS durante 15 min a temperatura ambiente 
y 30 min en hielo. Las células se lavaron 3 veces con PBS y se resuspendieron en tampón GTE (50 
mM glucosa, 20 mM Tris-HCl, pH 7,5, 10 mM EDTA). A continuación, las células se permeabilizaron 
con 2 mg/mL (p/v) de lisozima durante 30 s y se pusieron en un portaobjetos multipocillo (Thermo 
Scientific) que había sido tratado previamente con 0,01%  (v/v) poli-L-lisina (Sigma). Para detectar 
la TP parental de f29, se utilizaron anticuerpos policlonales de rata (dilución 1:1000) durante 1 h a 
temperatura ambiente. Se utilizaron anticuerpos secundarios anti-rata conjugados al fluoróforo Alexa 
Fluor 488 (Invitrogen) (dilución 1:1000) y se incubaron a 4 °C durante la noche. Los anticuerpos fueron 
centrifugados a 14000 g durante 10 min a 4 °C antes de utilizarlos para precipitar posibles agregados. 
Para detectar el DNA celular se añadió DAPI (2 μg/mL) al medio de montaje Vectashield (Vector 
Laboratories). 
 La adquisición de las imágenes se llevó a cabo utilizando una cámara CCD C9100-02 
(Hamamatsu) acoplada a un microscopio invertido Zeiss Axiovert 200 M. Las imágenes fueron 
adquiridas con el programa METAMORPH versión 6. Para visualizar las células se utilizó el objetivo 
100x 1.45 Plan-Fluar (Zeiss) y el filtro para FITC. Las imágenes fueron procesadas utilizando el paquete 
de procesamiento de imágenes Fiji (Rasband, 1997-2011). 
2.6. Análisis de la síntesis de DNA viral a lo largo de la infección mediante 
electroforesis en geles de agarosa y qPCR 
 Las estirpes de B. subtilis indicadas en cada caso fueron crecidas a 37 ºC en medio LB 
suplementado con 5 mM MgSO4 e infectadas con el fago sus3(91) a la MOI indicada en cada caso. 
A los tiempos indicados post-infección se tomó 1 mL de cultivo, se centrifugó, y el pellet de células 
se resuspendió en 500 μL de tampón BBA (10 mM Tris-HCl, pH 8, 10 mM EDTA, 50 mM NaCl y 
20% (p/v) sacarosa) con 4 mg/mL de lisozima y se incubó durante 10 min a -70 ºC y 15 min a 37 
ºC. A continuación se añadió proteinasa K (50 μg/mL) y 10% (p/v) sarcosil (concentración final), y las 
muestras se incubaron 20 min a 60 ºC. Finalmente, el DNA se purificó mediante una extracción fenol/
cloroformo. La cantidad de DNA acumulado a lo largo del ciclo infectivo se analizó por electroforesis 
en geles de agarosa al 0,6% (p/v) (Bravo et al., 1994) y posterior tinción con bromuro de etidio (1 μg/
mL). Para cuantificar la acumulación de DNA viral por qPCR, se tomó una dilución 1/50 de la muestra 
de DNA total y se utilizó el par de oligonucleótidos R-25 y R-OUT-SUPER, que amplifican una región 
de 298 pb del extremo derecho del genoma de ϕ29. La qPCR se llevó a cabo utilizando un termociclador 
Materiales y Métodos
42
Light Cycler y el kit Light Cycler Fast Start DNA Master SYBR Green I de Roche. Los datos obtenidos 
de las reacciones de amplificación fueron interpolados a una recta patrón construida con cantidades 
conocidas de DNA de ϕ29. Los datos fueron expresados en μg de DNA viral por mL de cultivo.
2.7. Clonaje, expresión y purificación de la TP wild-type de ϕ29 y los mutantes de la TP 
en el dominio N-terminal 
 El gen 3 de ϕ29 fue clonado en el vector de expresión pET52b(+) (Novagen) para expresar 
la TP fusionada al Strep-tag y poder ser purificada posteriormente utilizando columnas Strep-Tactin 
(Schmidt and Skerra, 2007). Para ello, el gen 3 de ϕ29 fue amplificado mediante PCR utilizando el 
DNA de ϕ29 como molde y los oligonucleótidos TP-XmaI-R (que contiene en 5´ la diana de restricción 
XmaI) y TP EagI-L (que contiene en 5´ la diana de restricción EagI). El producto resultante de la 
amplificación se purificó utilizando el kit QiaQuick Gel Extraction de Qiagen y fue digerido utilizando 
las enzimas de restricción XmaI y EagI y ligado con el vector pET52b(+), previamente digerido con las 
mismas enzimas. Para la obtención de las TPs ΔN15 y ΔN20, y de las variantes de la TP delecionada 
conteniendo el fragmento N-terminal, el N-terminal + Intermedio y el Intermedio + C-terminal se siguió 
el mismo método, utilizando las parejas de oligonucleótidos TP-ΔN15 XmaI-R y TP EagI-L, TP-ΔN20 
XmaI-R y TP EagI-L, TP XmaI-R y Nt EagI-L, TP XmaI-R y NtI EagI-L, y ICt XmaI-R y TP EagI-L, 
respectivamente.
 Para obtener los diferentes mutantes puntuales de la TP (TPR19A, TPK25A, TPK27A, 
TPK25A/K27A y TPK32A/TPK33A/TPK34A), el plásmido pET52b(+)-TP se utilizó como molde para 
realizar la mutagénesis dirigida sobre el gen 3 utilizando el kit QuickChange de Stratagene y las parejas 
de oligonucleótidos TP-R19A-R y TP-R19A-L, TP-K25A-R y TP-K25A-L, TP-K27A-R y TP-K27A-L, 
TP-K25A/K27A-R y TP-K25A/K27A-L, y TP-K32A/K33A/K34A-R y TP-K32A/K33A/K34A-L, 
respectivamente.
 Para la expresión de estas proteínas se transformó la estirpe de E. coli BL21(DE3), que contiene 
el gen de la RNA polimerasa de T7 bajo el promotor lacUV5 inducible por IPTG (Studier y Moffatt, 
1986), con las construcciones mencionadas anteriormente.
 Las células fueron crecidas durante la noche a 34 ºC en medio de autoinducción (Studier, 2005) 
con 100 μg/mL de ampicilina, se recogieron por centrifugación (15 min a 8000 rpm y 4 ºC) y se lisaron 
mediante abrasión con alúmina durante 20 min a 4 ºC. El lisado se resuspendió en 3,5 volúmenes (del 
peso del precipitado celular) de tampón 6 (50 mM Tris-HCl, pH 8, 5% (v/v) glicerol, 1 mM EDTA, 7 
mM 2-mercaptoetanol) con 0,05% (v/v) Tween 20, inhibidores de proteasa “cOmplete Protease Inhibitor 
Cocktail” (Roche) y 1 M NaCl, y se centrifugó a 3000 x g durante 3 min para eliminar la alúmina. El 
precipitado se resuspendió en 1,5 volúmenes de tampón 6 con 0,05% (v/v) Tween 20, inhibidores de 
proteasa “cOmplete Protease Inhibitor Cocktail” de Roche y 1 M NaCl, y se volvió a centrifugar a 3000 
Materiales y Métodos
43
x g durante 3 min. Se juntaron los sobrenadantes resultantes de las dos centrifugaciones anteriores y 
se realizó una centrifugación a 15000 x g durante 30 min para eliminar los restos celulares. En estas 
condiciones todas las TPs (excepto Nt y Nt+I) fueron recuperadas de la fracción insoluble. Las proteínas 
fueron solubilizadas con tampón D (50 mM Tris-HCl, pH 8, 25% (v/v) glicerol, 1 mM EDTA, 1 M 
NaCl, 10 mM DTT) en presencia de 6 M hidrocloruro de guanidina y centrifugadas a 15000 x g durante 
15 min. Las muestras se dializaron contra el tampón 6D (50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 25% (v/v) glicerol, 
1 mM EDTA, 10 mM DTT, 0,05% (v/v) Tween 20) y el dializado se centrifugó a 15000 x g durante 15 
min. El sobrenadante se cargó en columnas de Strep-Tactin y las proteínas fueron purificadas como se 
había descrito (Schmidt and Skerra, 2007). Finalmente, las proteínas se eluyeron en tampón de elución 
(Schmidt and Skerra, 2007) y se dializaron contra 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 50% (v/v) glicerol, 1 mM 
EDTA, 7 mM 2-mercaptoetanol y 0,3 M NaCl.
2.8. Digestión del Strep-tag con trombina HRV C3 
 La TP wild-type y la TP mutante ΔNt se digirieron con trombina utilizando el kit HRV 3C 
protease (Novagen), para eliminar el strep-tag. La digestión se llevó a cabo utilizando 0,2 unidades 
de proteasa por μg de proteína durante 17 h a 4 ºC. Para eliminar la trombina fusionada a un tag de 
histidinas, las muestras se pasaron por una columna de Ni2+-NTA agarosa, tras lo cual se concentraron 
por centrifugación utilizando un microcon YM-30 (Millipore), quedando las proteínas en tampón 50 
mM Tris-HCl, pH 7,5, 50% (v/v) glicerol, 1 mM EDTA, 7 mM 2-mercaptoetanol y 0,3 M NaCl. La 
digestión completa de las proteínas se confirmó por electroforesis en geles de poliacrilamida al 12%-
0,1% SDS. 
 La TP wild-type sin Strep-tag y la TP mutante ΔNt sin Strep-tag se utilizaron en ensayos de 
retraso en gel, interferencia, replicación y amplificación del TP-DNA de ϕ29, comportándose de manera 
similar a las mismas proteínas con el Strep-tag fusionado (no mostrado).
2.9. Ensayo de retraso en gel
 El fragmento de 216 pb correspondiente al gen yshC de B. subtilis fue amplificado por 
PCR utilizando el par de oligonucleótidos yshC-R y yshC-L. El producto de PCR fue sometido 
a electroforesis en gel de agarosa al 1,5% y posteriormente purificado utilizando el kit Qiaquick Gel 
Extraction (Qiagen). Este sustrato de DNA fue marcado radiactivamente en los extremos 5´ utilizando 
[γ-32P]ATP y la enzima polinucleótido quinasa de T4 (New England Biolabs). Para eliminar el 
nucleótido no incorporado, el marcaje se pasó por columnas mini Quick Spin DNA columns (Roche). 
En el caso del fragmento de dsDNA de 68 pb correspondiente al extremo derecho del genoma de ϕ29, 
los oligonucleótidos ϕR68-T y ϕR68-D se hibridaron en presencia de 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, y 
0,2 M NaCl y fueron posteriormente marcados en los extremos 5´ utilizando [γ-32P]ATP y la enzima 
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polinucleótido quinasa de T4 (New England Biolabs). Para eliminar el nucleótido no incorporado, el 
marcaje se pasó por columnas mini Quick Spin DNA columns (Roche). En el caso del sustrato de ssDNA 
de 68-mer, el oligonucleótido ϕR68-T se marcó en 5´ como se ha descrito anteriormente y el marcaje 
se pasó por columnas mini Quick Spin Oligo columns (Roche). Las reacciones se llevaron a cabo en 
un volumen de 20 μL que contenía 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,1 mg/
mL BSA, 1 nM del sustrato de DNA marcado en 5´ y la concentración indicada de la proteína utilizada 
en cada caso. Tras una incubación de 5 min a 4 ºC, las muestras de sometieron a electroforesis en geles 
de poliacrilamida al 4% (p/v) que contenían 12 mM Tris-acetato, pH 7,5, y 1 mM EDTA y corridos 
en el mismo tampón a 25 mA y 4 ºC durante 1,5 h. Tras la electroforesis, los geles se secaron y se 
autorradiografiaron. Los complejos TP/DNA se detectaron en las autorradiografías como un retraso en la 
movilidad del sustrato marcado. La cuantificación del sustrato retrasado se llevó a cabo densitometrando 
la(s) banda(s) retrasada(s) en presencia de la TP correspondiente y comparándola con la banda de 
sustrato en ausencia de proteína. Los valores obtenidos para las TPs mutantes se relativizaron al valor 
obtenido con la TP wild-type (100%).
2.10. Ensayo de entrecruzamiento proteína-DNA con formaldehído e inmunoprecipita-
ción in vivo.
 Este ensayo se llevó a cabo esencialmente como había sido descrito (González-Huici et 
al., 2004). Las estirpes de B. subtilis que expresan las distintas TPs fusionadas a YFP se crecieron a 
30 ºC hasta una DO600 de ~0,45, a la cual se indujo la expresión de las proteínas de fusión mediante 
la adición de 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) al medio. Una hora después de la inducción, se 
tomó 1 mL de cultivo para analizar la acumulación de las proteínas de fusión por Western Blot y el 
resto (20 mL) se trató con 1% (v/v) formaldehído (concentración final) durante 5 min. La reacción de 
entrecruzamiento se paró con 125 mM glicina (concentración final). A continuación, las células fueron 
lisadas y el DNA fragmentado mediante sonicación en fragmentos de un tamaño aproximado de 750 
pb. Tras la sonicación, se tomó 1/20 de cada muestra para el posterior análisis del DNA total. El resto 
de la muestra se dividió en 2 fracciones, una fue utilizada para la inmunoprecipitación con anticuerpos 
específicos contra la TP y la otra como control de la precipitación inespecífica con el suero pre-inmune, 
durante 16 horas a 4 ºC en un agitador rotacional. A continuación se añadieron 60 μL de una suspensión 
de proteína A-agarosa al 25% y se incubaron las muestras durante 3 h a 4 ºC en un agitador rotacional. 
La resina se centrifugó y lavó varias veces antes de resuspenderla en TE (10 mM Tris-HCl, pH 7,5, 10 
mM EDTA)-1% SDS para proceder a la reversión de los entrecruzamientos mediante incubación a 65 ºC 
durante la noche. La muestra que se había tomado para el análisis del DNA total se procesó de la misma 
manera, añadiendo TE-1% SDS e incubando en las condiciones anteriormente descritas. A continuación 
se centrifugaron las muestras para sedimentar la resina y se rescató el sobrenadante, que se transfirió a 
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un tubo nuevo. Las muestras se llevaron hasta un volumen de 300 μL de TE  y se trataron con RNasa A 
(50 μg/mL) durante 15 min a 37 ºC y proteinasa K (50 μg/mL) durante 3 horas a 37 ºC. Finalmente, las 
muestras fueron sometidas a una extracción fenol/cloroformo y posterior precipitación con etanol.
 La qPCR se llevó a cabo en un termociclador Bio-Rad CFX 384 en un volumen de reacción de 
10 μL con 4 μL de una dilución 1/40 de cada muestra, 1 μL de cada par de oligonucleótidos (ftsZ-R y 
ftsZ-L, gyrB-R y gyrB-L, mreB-R y mreB-L, y ung-R y ung-L) a 2,5 μM y 5 μL de mezcla de reacción 
Power Sybr Green (Applied Biosystems). Los parámetros utilizados fueron: 10 min a 95 °C seguidos de 
40 ciclos de 2 etapas a 95 °C durante 15 s y 64 °C durante 60 s, y un análisis final de disociación de los 
productos a 95 °C durante 15 s , 60 °C durante 15 s y 95 °C durante 15 s, para comprobar la presencia de 
un único producto amplificado.
 La unión de la TP fue expresada como Coeficiente de Inmunoprecipitación (CI); CI = [(αTP 
− pi)/T], donde “αTP” representa el DNA inmunoprecipitado utilizando el anticuerpo específico contra 
la TP, “pi” representa el DNA inmunoprecipitado con el suero pre-inmune y “T” representa el DNA 
total. En el caso de la cuantificación absoluta de las copias de cada región del genoma de B. subtilis 
inmunoprecipitadas, se utilizó un termociclador ABI PRISM 7900HT SDS (Applied Biosystems) y los 
datos se interpolaron a una curva patrón generada mediante cantidades conocidas del genoma de B. 
subtilis.
2.11. Ensayo de interacción entre proteínas utilizando el sistema de doble híbrido en 
levadura
 Los genes de B. subtilis hbs, noc, smc, scpA y scpB, y los genes 2 y 3 de ϕ29, fueron 
amplificados por PCR utilizando el DNA genómico de la estirpe 168 de B. subtilis y el DNA de ϕ29, 
respectivamente. Estos genes se clonaron tanto en el vector pGBDU (Ura+) como en el vector pGAD 
(Leu+), quedando fusionados en fase con el extremo C-terminal del dominio de unión a DNA de 
GAL4 (BD) y el dominio de activación de GAL4 (AD), respectivamente. La estirpe haploide de 
Saccharomyces cerevisiae PJ69-4a se transformó con las diferentes variantes del vector pGBDU 
conteniendo los genes indicados anteriormente, las colonias Ura+ se seleccionaron y se conjugaron con 
la estirpe haploide PJ69-4α (que había sido transformada con las diferentes variantes del vector pGAD). 
Los diploides (Ura+ Leu+) se seleccionaron en medio sintético completo sólido que carecía de uracilo 
y leucina (- LU). En estas células se analizó la expresión de los fenotipos de interacción (His+ y Ade+) 
haciendo una réplica en placas de medio sintético completo sólido que carecía de histidina (- LUH) o 
adenina (- LUA), como se ha descrito previamente (Carballido-López et al., 2006a), e incubándolas 7 
días a 30 ºC. Este ensayo fue realizado por la Dra. Rut Carballido López.
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2.12. Análisis de la acumulación de proteína por Western Blot
 Las estirpes de B. subtilis indicadas en cada caso fueron crecidas a 37 ºC (30 ºC en el caso de 
los experimentos de X-ChiP), y la expresión de las proteínas fue inducida durante la fase exponencial 
de crecimiento con el inductor indicado en cada caso o infectadas con el fago indicado. Se tomaron 
alícuotas de 1 mL de cultivo a los tiempos indicados post-inducción o post-infección, se centrifugaron 
y se descartó el sobrenadante. El pellet de células se resuspendió en 250 μl de tampón de carga (37 
mM Tris-HCl, pH 6,8, 2% (p/v) SDS, 4% (v/v) 2-mercaptoetanol, y 13% (v/v) glicerol) y se sometió 
a sonicación. A continuación las muestras fueron calentadas a 95 ºC durante 5 min y sometidas a 
electroforesis en geles de tris-tricina al 16% de poliacrilamida-0,1% SDS. Tras la electroforesis las 
proteínas fueron transferidas a una membrana Immobilon-P de fluoruro de polivinilideno (PVDF) 
(Millipore) como se había descrito previamente (Meijer et al., 2001b). Posteriormente, las membranas 
fueron incubadas con anticuerpos de conejo anti-TP (dilución 1:3000) o anticuerpos de ratón anti-GFP 
(dilución 1:500) durante la noche a 4 ºC. Posteriormente, para la detección de los complejos antígeno-
anticuerpo, las membranas se incubaron con anticuerpos anti-conejo o anti-ratón (diluciones 1:4000) 
conjugados con peroxidasa de rábano durante 1 h a temperatura ambiente. La detección de los complejos 
inmunes se llevó a cabo utilizando el kit ECL (Enhanced Chemiluminiscence) de Amersham. Como 
control, se cargaron las cantidades de TP purificada indicadas en cada caso. 
2.13. Espectroscopía de dicroísmo circular
 Para la determinación de la estructura secundaria del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 
mediante espectroscopía de dicroísmo circular, éste se preparó a una concentración de 20 μM en 
25 mM tampón fosfato sódico, pH 7,5, 0,2 M NaCl. Las mediciones se llevaron a cabo utilizando un 
espectropolarímetro Jasco-600 equipado con una unidad de control de la temperatura NESLAB RTE-
100 acoplada a un ordenador. El espectro de DC representa la media de 4 escaneos entre 190 y 250 nm 
de longitud de onda, utilizando cubetas de 0,1 cm de paso óptico y realizados a 25 ºC a una velocidad 
de 50 nm/min, un tiempo de respuesta de 2 s y un ancho de banda de 1 nm. Los datos fueron analizados 
utilizando el programa CCA (Convex Constraint Analysis) (Perczel et al., 1991).
2.14. Ensayo de cosedimentación por ultracentrifugación en gradiente de glicerol
 Para analizar la interacción de la DNA polimerasa con la TP wild-type o las diferentes TPs 
mutantes, la mezcla de reacción contenía, en 200 μL, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 20 
mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 448 nM de TP wild-type o mutante y 448 nM de DNA polimerasa. 
Las muestras se incubaron a 4 ºC durante 30 min y a continuación fueron cargadas en la parte superior 
de un gradiente de glicerol del 15% al 30% (v/v). El gradiente, de 4 mL, se elaboró en un tampón que 
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contenía 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 20 mM sulfato amónico, 180 mM NaCl, 1 mM EDTA y 7 mM 
2-mercaptoetanol, y se sometió a ultracentrifugación a 58000 rpm (en un rotor Beckman TST 60.4) 
durante 24 horas a 4 ºC. Posteriormente, se recogieron las diferentes fracciones desde la parte inferior 
del gradiente y se analizaron mediante electroforesis en geles de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS. 
Después de la separación electroforética, los geles se tiñeron con SYPRO Ruby para identificar las 
fracciones correspondientes al heterodímero TP/DNA polimerasa (97 KDa) y los monómeros de DNA 
polimerasa (66 KDa) y TP (31 KDa). Como marcador de peso molecular se cargó en cada gradiente 448 
nM de BSA, la cual es un monómero en solución. 
 En el caso del análisis de la interacción entre la DNA polimerasa o la TP wild-type con la 
proteína p6, la mezcla de reacción contenía, en 200 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 20 
mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 713 nM de p6 y 713 nM de DNA polimerasa o 713 nM de TP wild-
type. En el caso de la incubación de las tres proteínas simultáneamente, la mezcla de reacción contenía, 
en 200 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 713 nM de 
DNA polimerasa, 713 nM de TP wild-type y 713 nM de proteína p6. Los gradientes se prepararon en las 
condiciones descritas anteriormente, conteniendo 90 o 180 mM NaCl. Las condiciones de incubación 
y de centrifugación son las mismas que las detalladas en el párrafo anterior. Las diferentes fracciones 
se recogieron desde la parte inferior del gradiente y se analizaron mediante electroforesis en geles en 
gradiente de poliacrilamida del 10 al 20%-0,1% SDS. Después de la separación electroforética, los geles 
se tiñeron con SYPRO Ruby para identificar las fracciones correspondientes al heterodímero TP/DNA 
polimerasa (97 KDa) y los monómeros de DNA polimerasa (66 KDa), TP (31 KDa) y p6 (12 KDa). 
Como marcador de peso molecular se cargó en cada gradiente 713 nM de BSA, la cual es un monómero 
en solución.
2.15. Ensayo de iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29 (formación del 
complejo TP-dAMP)
 La mezcla de reacción utilizada contenía, en 25 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 
20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 0,2 μM dATP (1 μCi [α-32P]dATP), 12 nM 
DNA polimerasa wild-type, 12 nM TP wild-type o mutante, 1,6 nM de TP-DNA como molde y 10 mM 
MgCl2. Las reacciones se llevaron a cabo tanto en ausencia como en presencia de 35 μM de proteína 
p6. Las reacciones se incubaron durante 2 minutos a 30 ºC y se pararon con 10 mM EDTA-0,1% SDS 
concentración final. Las muestras se filtraron por centrifugación a través de columnas de Sephadex G50 
en presencia de 0,1% SDS y se sometieron a electroforesis en geles de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS. 
La cuantificación se llevó a cabo mediante densitometría de las bandas correspondientes al complejo TP-
dAMP detectadas por autorradiografía, utilizando el programa Quantity One.  
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 En todas las reacciones las cantidades indicadas de DNA polimerasa y TP fueron preincubadas 
durante 30 min a 4 ºC.
2.16. Ensayo de formación del complejo TP-dAMP en ausencia de molde
 La mezcla de reacción utilizada fue igual que la descrita para el ensayo de iniciación en 
presencia de TP-DNA, pero en ausencia de éste y utilizando 24 nM de TP wild-type o mutante, 24 
nM de DNA polimerasa y 1 mM MnCl2. Las reacciones se incubaron durante 1 h a 30 ºC y fueron 
procesadas como se ha descrito en el apartado anterior.
 En todas las reacciones las cantidades indicadas de DNA polimerasa y TP fueron preincubadas 
durante 30 min a 4 ºC.
2.17. Ensayo de interferencia 
 Con este ensayo se analizó la capacidad de las TPs mutantes de competir con la TP wild-type 
por la unión a la DNA polimerasa de f29. El experimento se llevó a cabo en las mismas condiciones 
que el ensayo de formación del complejo TP-dAMP en ausencia de molde, pero dejando fija la cantidad 
de TP wild-type (24 nM) y DNA polimerasa (24 nM), y añadiendo cantidades crecientes (24, 48, 96 y 
192 nM) de las diferentes TPs mutantes. Como control positivo de interferencia se utilizó la TP mutante 
S232C, que es catalíticamente inactiva pero que interacciona con la DNA polimerasa de manera wild-
type (Garmendia et al., 1990). En paralelo se llevaron reacciones dejando fija la cantidad de TP mutante 
S232C (24 nM) y DNA polimerasa (24 nM), y añadiendo cantidades crecientes (24, 48, 96 y 192 nM) 
de las TPs mutantes, para restar posteriormente estos valores de formación del complejo TP-dAMP a 
los valores obtenidos compitiendo a la TP wild-type con la TP mutante correspondiente. En todos los 
casos la última proteína que se añade a la reacción es la DNA polimerasa. La incubación de las muestras 
se llevó a cabo durante 1 h a 30 ºC. La cuantificación se llevó a cabo mediante densitometría de las 
bandas correspondientes al complejo TP-dAMP detectadas por autorradiografía, utilizando el programa 
Quantity One.  
 Para analizar la competición de la TP mutante ΔNt con la TP wild-type por la unión a la DNA 
polimerasa tanto en ausencia como en presencia (35 μM) de la proteína p6, el ensayo se realizó en 
las mismas condiciones descritas para los ensayos de formación del complejo TP-dAMP en presencia 
de TP-DNA, pero dejando fija la cantidad de TP wild-type (12 nM) y DNA polimerasa (12 nM), y 
añadiendo cantidades crecientes (12, 24, 48 y 96 nM) de la TP mutante ΔNt. Como control, la TP wild-
type fue competida con cantidades crecientes (12, 24 48 y 96 nM) de la TP mutante S232C, tanto en 
ausencia como en presencia (35 μM) de la proteína p6. En todos los casos la última proteína que se 




2.18. Medida de la afinidad por nucleótido de la DNA polimerasa de ϕ29 
 El cálculo de la constante de Michaelis (Km) de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador 
en la reacción de iniciación se llevó a cabo utilizando 480 nM de TP wild-type o mutante y 12 nM de 
DNA polimerasa, 10 mM MgCl2, 1,6 nM de TP-DNA como molde y cantidades crecientes de dATP 
(desde 0,5 μM a 2 mM en ausencia de p6 y desde 0,125 a 100 μM en presencia de 35 μM p6). Ensayos 
de interferencia en estas condiciones de exceso de 40 veces de TP sobre DNA polimerasa (480 nM 
de TP wild-type o mutante y 12 nM de DNA polimerasa) muestran que la interacción entre la DNA 
polimerasa y la TP wild-type o las TPs mutantes es similar (no mostrado). Las reacciones se incubaron 
durante 4 minutos a 30 ºC y se pararon y analizaron como se ha descrito anteriormente. La formación 
del complejo TP-dAMP fue representada frente a la concentración de dATP. Los valores para la Km de 
la DNA polimerasa por dATP se obtuvieron ajustando los datos a una hipérbola rectangular mediante 
regresión no lineal por mínimos cuadrados utilizando el programa Kaleidagraph 3.6.4. 
2.19. Ensayo de transición
 La mezcla de reacción utilizada contenía, en 25 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL 
BSA, 20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 5 μM dATP (1 μCi [α-32P]dATP), dGTP 
y dTTP, 12 nM de la DNA polimerasa mutante N62D (de Vega et al., 1996) que está muy afectada 
en su actividad de exonucleolisis 3´-5´ pero que tiene capacidad de desplazamiento de banda, 12 
nM de TP wild-type o mutante y 1,6 nM de TP-DNA como molde. Las reacciones se llevaron a cabo 
tanto en ausencia como en presencia de 35 μM p6. La reacción se paró con 10 mM EDTA-0,1% SDS 
concentración final. Las muestras se filtraron por centrifugación en columnas de Sephadex G50 en 
presencia de 0,1% SDS. Para permitir la separación de los diferentes productos originados, las muestras 
se analizaron en un gel de poliacrilamida al 12%-0,1% SDS de alta resolución (360 × 280 × 0,5 mm).
 En todas las reacciones las cantidades indicadas de DNA polimerasa y TP fueron preincubadas 
durante 30 min a 4 ºC.
2.20. Ensayo de replicación del TP-DNA de ϕ29
 La mezcla de reacción utilizada contenía, en 25 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 
20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 20 μM de cada dNTP (1 μCi [α-32P]dATP), 
12 nM de DNA polimerasa, 12 nM de TP wild-type o mutante, 1,6 nM de TP-DNA como molde y 10 
mM MgCl2. Las reacciones se llevaron a cabo tanto en ausencia como en presencia de 35 μM p6 y se 
incubaron durante 5 y 10 min a 30 ºC. La reacción se paró con 10 mM EDTA-0,1% SDS concentración 
final. Las muestras se filtraron por centrifugación en columnas de Sephadex G50 en presencia de 0,1% 
SDS. La actividad relativa se calculó a partir de la radiación Cerenkov correspondiente al volumen 
excluido. El análisis de los tamaños del DNA sintetizado se llevó a cabo mediante su desnaturalización 
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con 0,7 M NaOH y posterior electroforesis en gel de agarosa alcalino al 0,7% (McDonnel et al., 1977). 
Después de la electroforesis, el gel fue secado y autorradiografiado.
 En todas las reacciones las cantidades indicadas de DNA polimerasa y TP fueron preincubadas 
durante 30 min a 4 ºC.
2.21. Ensayo de amplificación del TP-DNA de ϕ29
 La mezcla de reacción utilizada contenía, en 25 μl, 50 mM Tris-HCl, pH 7,5, 0,1 mg/mL BSA, 
20 mM sulfato amónico, 1 mM DTT, 4% (v/v) glicerol, 80 μM de cada dNTP (1 μCi [α-32P]dATP), 30 
μM de p5, 35 μM de p6, 6 nM de DNA polimerasa, 6 nM de TP wild-type o mutante, 1,6 pM de TP-
DNA como molde y 10 mM MgCl2. Las muestras se incubaron durante los tiempos indicados a 30 ºC y 
fueron procesadas como se ha descrito en el ensayo de replicación del TP-DNA de ϕ29. 
 Para determinar la funcionalidad como TP parental de la TP mutante ΔNt, la mezcla de reacción 
utilizada fue la misma que en el párrafo anterior pero se utilizó un volumen de reacción inicial de 600 
μl. La reacción se incubó a 30 ºC y se fueron tomando alícuotas de 25 μl a los tiempos indicados, que se 
pararon con 10 mM EDTA-0,1% SDS (concentración final). Tras 90 minutos de incubación, la reacción 
fue dividida en tres; a una de ellas se añadió heterodímero wild-type (TP wild-type/DNA polimerasa) 
adicional, a otra se añadió heterodímero mutante (TP ΔNt /DNA polimerasa) y a la otra se añadió el 
mismo volumen del tampón de dilución de las proteínas (25 mM Tris-HCl, pH 7,5, 100 mM NaCl, 
0,05% Tween20). Las reacciones se incubaron a 30 ºC durante 150 minutos más y se fueron tomando 
alícuotas de 25 μl a los tiempos indicados, que se pararon con 10 mM EDTA-0,1% SDS (concentración 
final). Las muestras fueron procesadas como se ha descrito en el ensayo de replicación del TP-DNA de 
ϕ29.
 En todas las reacciones las cantidades indicadas de DNA polimerasa y TP fueron preincubadas 
durante 30 min a 4 ºC.
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Organización de la replicación del bacteriófago ϕ29 in vivo. 
Implicación del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la 





 El bacteriófago ϕ29 constituye un organismo modelo excelente para el estudio del proceso 
infectivo de B. subtilis, debido al extenso conocimiento que se tiene sobre este virus. Así, se 
dispone de un inventario casi completo de las proteínas codificadas por su genoma, cuya función ha 
sido ampliamente caracterizada in vitro, y han sido estudiados en profundidad el mecanismo de 
encapsidación del DNA y la estructura del virión (Anderson and Reilly, 1993; Meijer et al., 2001a; 
Peterson et al., 2001; Grimes et al., 2002). Para romper las distancias de conocimiento entre la actividad 
de las proteínas virales in vitro y su función celular es importante caracterizar dónde, cuándo y cómo los 
procesos moleculares de la infección tienen lugar en la célula hospedadora. 
1.1. La TP de ϕ29 localiza en el nucleoide de B. subtilis en ausencia de otros 
componentes virales
 Como una primera aproximación para el estudio de la localización de la maquinaria replicativa 
de ϕ29 in vivo, se determinó la localización subcelular de la TP, que es la proteína que actúa como 
cebador de la iniciación de la replicación (Peñalva and Salas, 1982; Blanco and Salas, 1984). Para 
ello, se construyó una fusión de la TP de ϕ29 con la proteína amarilla fluorescente (YFP: yellow 
fluorescent protein, por sus siglas en inglés), quedando la expresión de la proteína de fusión resultante 
bajo el control de un promotor inducible por xilosa, y se transformaron células de B. subtilis su− con 
esta construcción. Para determinar la funcionalidad de la proteína de fusión YFP-TP, estas células se 
infectaron con el fago mutante sus3(91), deficiente en la síntesis de TP, y se indujo la expresión de la 
YFP-TP añadiendo xilosa al medio. Como se muestra en la Figura 10A, la proteína de fusión YFP-TP 
es funcional, ya que su expresión complementa la infección con el fago mutante sus3(91), si bien la 
acumulación de DNA viral es algo menos eficiente que en el caso de la estirpe supresora MO-101-P. El 
análisis de la fluorescencia de la YFP en células de B. subtilis (Figura 10B) mostró que la proteína YFP 
localiza uniformemente por toda la célula. Sin embargo, la proteína de fusión YFP-TP colocaliza con 
el nucleoide bacteriano, como puede verse en las imágenes que combinan la señal de fluorescencia de 
la YFP con la del DAPI tanto en células que acaban de dividirse (nucleoides compactados; ver flecha), 
como en células cuyo nucleoide está siendo segregado (nucleoide extendido; ver punta de flecha). Por 
tanto, estos resultados muestran que la TP de ϕ29 fusionada a YFP localiza en el nucleoide de B. subtilis 
en ausencia de otros componentes virales. 
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1.2. La TP de ϕ29 localiza en el nucleoide de E. coli en ausencia de otros componentes 
virales
 Para determinar si la localización de la TP de ϕ29 en el nucleoide bacteriano podía tener lugar 
en un contexto celular diferente al del hospedador natural del fago, se construyó una fusión de la TP de 
ϕ29 con la CFP (cyan fluorescent protein, por sus siglas en inglés), quedando la expresión de la proteína 
de fusión resultante bajo el control de un promotor inducible por IPTG, y se analizó su expresión en 
células de E. coli. Para determinar la funcionalidad de la proteína de fusión CFP-TP, esta construcción 
se transformó en células de B. subtilis su− que se infectaron con el fago mutante sus3(91) y se indujo 
la expresión de la CFP-TP añadiendo IPTG al medio. Como se muestra en la Figura 11A, la proteína 
de fusión CFP-TP es funcional, ya que su expresión complementa la infección con el fago mutante 
sus3(91), si bien la acumulación de DNA viral es algo menos eficiente que en el caso de la estirpe 
supresora MO-101-P. La Figura 11B muestra que, en E. coli, la CFP localiza distribuyéndose por toda 
la longitud celular, mientras que la proteína de fusión CFP-TP localiza en el nucleoide bacteriano. En 
este experimento no se utiliza DAPI, puesto que los espectros de absorción y emisión del DAPI y la CFP 
solapan parcialmente. Así, la colocalización de la señal de la CFP con el nucleoide bacteriano puede 
inferirse a partir de las imágenes de campo claro, en las que el nucleoide aparece como una región más 
DAPIYFP-TP merge merge + cc






























Figura 10. Funcionalidad y localización subcelular de la proteína de fusión YFP-TP de ϕ29 en B. subtilis. 
(A) Experimentos de complementación de la infección con el fago mutante sus3(91) utilizando las estirpes 
de B. subtilis su−  que expresan YFP (DM-022) y YFP-TP (DM-021), y la estirpe de B. subtilis supresora de la 
mutación sin sentido del fago sus3(91) (MO-101-P). La expresión de las proteínas se indujo añadiendo 0,5% 
(p/v) xilosa (concentración final) al medio en el momento de la infección con el fago mutante sus3(91) a una 
MOI de 5, y se tomaron alícuotas de cada cultivo a los distintos tiempos post-infección indicados. El DNA viral 
producido en cada caso fue cuantificado por qPCR y expresado como μg de DNA viral por mL de cultivo. (B) 
Las estirpes de B. subtilis que expresan YFP (DM-022) y YFP-TP (DM-021) se crecieron a 37 ºC en medio LB, 
se indujo la expresión de las proteínas añadiendo 0,5% (p/v) xilosa (concentración final) al medio y se analizó la 
señal de fluorescencia a los 30 min después de la inducción. Se muestra la señal de fluorescencia de YFP y DAPI, 
el campo claro (cc), la combinación de ambas señales de fluorescencia (merge), y la combinación de ambas 
señales de fluorescencia con el cc. Para facilitar la visualización de las imágenes, las señales de YFP y DAPI se 
muestran en color verde y rojo, respectivamente. La flecha señala un nucleoide compactado, en etapas tempranas 
del ciclo celular, y la punta de flecha señala un nucleoide extendido, en etapas intermedias del ciclo celular.
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clara en comparación con los polos celulares y los futuros sitios de división. Por tanto, estos resultados 
muestran que la TP de ϕ29 localiza en el nucleoide en células de E. coli, de manera independiente de 
otros componentes virales.
1.3. La TP del fago PRD1 localiza en el nucleoide de E. coli y de B. subtilis en ausencia 
de otros componentes virales
 Con el fin de estudiar si otras TPs de fagos localizan en el nucleoide bacteriano, se realizó una 
fusión de la TP del fago PRD1, que utiliza el mismo mecanismo de replicación que ϕ29 e infecta la 
bacteria E. coli, con la proteína fluorescente CFP, y se analizó su localización subcelular tanto en células 
de E. coli  como en células de B. subtilis. La Figura 12 muestra que la TP del fago PRD1 fusionada 
a CFP localiza tanto en el nucleoide de su hospedador natural como en el nucleoide de B. subtilis, de 
manera independiente de otras proteínas virales. Esto, junto con los resultados obtenidos para la TP 
de ϕ29, sugiere que la propiedad de localizar en el nucleoide bacteriano está conservada en las TPs de 
bacteriófagos.
Figura 11. Funcionalidad de la proteína de fusión CFP-TP de ϕ29, y localización subcelular en E. 
coli. (A) Experimentos de complementación de la infección con el fago mutante sus3(91) a una MOI de 5 
utilizando las estirpes de B. subtilis su− que expresan CFP (DM-024) y CFP-TP (DM-025), y la estirpe de 
B. subtilis supresora de la mutación sin sentido del fago sus3(91) (MO-101-P). La expresión de las proteínas 
se indujo añadiendo 1 mM IPTG (concentración final) al medio en el momento de la infección, y se tomaron 
alícuotas de cada cultivo a los distintos tiempos post-infección indicados. El DNA viral producido en cada 
caso fue cuantificado por qPCR y expresado como μg de DNA viral por mL de cultivo. (B) Las estirpes 
de E. coli que expresan CFP (DM-049) y CFP-TP (DM-050) se crecieron a 37 ºC en medio LB, se indujo 
la expresión de las proteínas añadiendo 1 mM IPTG (concentración final) al medio y se analizó la señal de 
fluorescencia 30 min después de la inducción. Se muestra la señal de fluorescencia de CFP, el campo claro 
y el merge de CFP con el campo claro. Para facilitar la visualización de las imágenes, la señal de CFP se 
muestra en color verde. Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.
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1.4. La TP parental de ϕ29 localiza en el nucleoide bacteriano independientemente de 
la TP iniciadora
 La proteína de fusión YFP-TP sería equivalente a la TP iniciadora, ya que se encuentra en 
forma libre y no covalentemente unida al DNA viral. Para determinar la localización subcelular de la 
TP parental de ϕ29 de manera independiente de la TP iniciadora, se infectaron células de B. subtilis su− 
con el fago mutante sus3(91) a alta multiplicidad de infección (MOI 25) con el objeto de tener suficientes 
moléculas de TP-DNA por célula para que la TP parental pueda ser detectada con anticuerpos 
específicos mediante técnicas de inmunofluorescencia. Como control de la especificidad del anticuerpo 
utilizado, no se detectó ninguna señal de inmunofluorescencia en células no infectadas (no mostrado). 
Como puede verse en la Figura 13, en ausencia de TP iniciadora, la TP parental colocaliza con el 
nucleoide bacteriano.





Figura 13. Localización subcelular de la TP parental de ϕ29 en células de B. subtilis mediante 
inmunofluorescencia. La estirpe de B. subtilis su− 110NA fue crecida a 37 ºC en medio LB suplementado 
con 5 mM MgSO4. A una DO600 de ~0,4 el cultivo fue dividido en dos, una mitad fue infectada con el fago 
sus3(91) a una MOI de 25 y la otra mitad se dejó sin infectar como control de la especificidad de los anticuerpos 
(no mostrado). Las muestras se tomaron 15 minutos después de la infección y fueron procesadas para la 
inmunodetección, como se describe en Materiales y Métodos. Se muestra la señal de inmunofluorescencia 
de la TP parental de ϕ29 y la señal de fluorescencia del DAPI, así como el merge de ambas señales y el 
merge de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. Para facilitar la visualización de las imágenes, 
la señal de inmunofluorescencia de la TP se muestra en verde y la señal de fluorescencia del DAPI en rojo. 
Figura 12. Localización subcelular de la proteína de fusión CFP-TP del fago PRD1 en E. coli 
y en B. subtilis. Las estirpes de E. coli que expresan CFP (DM-049) y CFP-TP PRD1 (DM-051), 
y las estirpes de B. subtilis que expresan CFP (DM-024) y CFP-TP PRD1 (DM-060) se crecieron 
a 37 ºC en medio LB, se indujo la expresión de las proteínas con 1 mM IPTG (concentración 
final) y se analizó la señal de fluorescencia 30 min después de la adición del inductor. Se muestra 












1.5. Localización subcelular de la TP de ϕ29 durante el ciclo infectivo
 Con el objeto de determinar la localización subcelular de la TP de ϕ29 durante el ciclo infectivo, 
se expresó la fusión YFP-TP en células de B. subtilis su−, y se infectaron con el fago sus14(1242), que 
presenta un retraso en la lisis celular, pero cuya infección es similar a la del fago wild-type (Carrascosa 
et al., 1976; Steiner et al., 1993). La Figura 14 muestra que la YFP-TP colocaliza con el nucleoide 
bacteriano tanto a tiempos tempranos (10 min) como tardíos (30 min) post-infección, y que, al igual 
que ocurría en células sin infectar, su localización sigue la distribución del nucleoide bacteriano (ver 
flecha y punta de flecha). Estos resultados concuerdan con datos de Meijer et al., (2000), en los que la 
TP producida durante la infección con un fago sus14(1242), detectada mediante inmunofluorescencia, 
colocaliza con el nucleoide bacteriano a lo largo de todo el ciclo infectivo. Por tanto, la localización de 
la proteína de fusión YFP-TP refleja el patrón de localización de la TP nativa. En etapas intermedias del 
ciclo celular, en las que la célula está creciendo longitudinalmente y el nucleoide está siendo segregado, 
la TP adquiere un patrón de distribución tipo helicoidal (ver ampliación Figura 14). 
1.6. El dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es el responsable de su localización en el 
nucleoide bacteriano
 Como se ha mencionado en la Introducción, la estructura cristalográfica del heterodímero 
formado entre la DNA polimerasa y la TP mostró que la TP tiene una estructura alargada en tres 
dominios: el dominio N-terminal (residuos 1-73), el dominio intermedio (residuos 74-172) y el 
dominio C-terminal o dominio iniciador (residuos 173-266) (Kamtekar et al., 2006). Para determinar 









Figura 14. Localización subcelular de la proteína de fusión YFP-TP de ϕ29 durante el ciclo 
infectivo. La estirpe de B. subtilis su− que expresa YFP-TP (DM-021) se creció a 37º C en medio LB 
con 2% (p/v) glucosa y 5 mM MgSO4. A una DO600 de ~0,4 se añadió 0,5 % (p/v) xilosa (concentración 
final) al medio y se infectó con el fago sus14(1242) a una MOI de 5. Se muestra la señal de fluorescencia 
de la YFP, el campo claro y el merge de YFP con el campo claro a los tiempos post-infección indicados. 
La señal de fluorescencia de la YFP a 30 min post-infección se muestra deconvolucionada para facilitar 
la visualización del patrón helicoidal. La flecha señala un nucleoide compactado, en etapas tempranas 
del ciclo celular, y la punta de flecha señala un nucleoide extendido, en etapas intermedias del ciclo 
celular. Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.
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qué dominio o dominios de la TP eran responsables de la localización de la proteína en el nucleoide 
bacteriano, se construyeron fusiones de cada uno de los dominios que conforman la TP con la CFP 
(dando lugar a las proteínas CFP-Nt, CFP-I y CFP-Ct), así como las proteínas de fusión CFP-Nt+I y 
CFP-I+Ct, que contienen dos dominios de la TP. Además, se utilizó la fusión de la TP completa (CFP-
TP) como control positivo de la localización en el nucleoide. La Figura 15 muestra que la proteína 
de fusión CFP-Nt+I localiza en el nucleoide bacteriano, al contrario de lo que sucede con la proteína 
de fusión CFP-I+Ct. En el caso de los dominios de la TP fusionados a CFP de forma individual, sólo 
localiza en el nucleoide la proteína de fusión que contiene el dominio N-terminal de la TP (CFP-Nt), 
si bien su localización en el nucleoide es algo menos definida que en el caso de la proteína CFP-Nt+I. 
El resto de las proteínas de fusión (CFP-I y CFP-Ct) presentan una localización distribuida por toda la 
célula. Por tanto, sólo las proteínas de fusión que contienen el dominio N-terminal tienen la capacidad 
de localizar en el nucleoide de B. subtilis. Estos resultados indican que el dominio N-terminal es el 
responsable de la localización de la TP en el nucleoide bacteriano, y que esta localización tiene lugar de 
manera independiente de otros componentes virales.
Figura 15. Localización subcelular de los diferentes dominios de la TP de ϕ29 fusionados a CFP. Las 
estirpes de B. subtilis que expresan CFP (DM-024), CFP-TP (DM-025), CFP-Nt+I (DM-027), CFP-I+Ct (DM-
029), CFP-Nt (DM-026), CFP-I (DM-028) y CFP-Ct (DM-030) fueron crecidas en medio LB a 37 ºC hasta 
DO600 de ~0,4, momento en el que se indujo la expresión de las proteínas añadiendo al medio 1 mM IPTG 
(concentración final). Las muestras fueron tomadas 30 min después de la adición del inductor y se analizó la 
señal de fluorescencia de cada una de ellas. Se muestra la señal de fluorescencia de la CFP, el campo claro y 
el merge de la CFP con el campo claro. Para facilitar la visualización de las imágenes, la señal de la CFP se 
muestra en color verde. Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.








1.7. El dominio N-terminal de la TP de ϕ29 se une a DNA in vitro de manera 
inespecífica de secuencia
 Se sabe por estudios anteriores que la TP de ϕ29 se une a dsDNA de manera inespecífica de 
secuencia (Garmendia et al., 1988; Zaballos and Salas, 1989). Mediante la construcción de mutantes 
de deleción de la TP, Zaballos y Salas (1989) determinaron la importancia de los residuos 13 a 18, 30 a 
51 y 56 a 71 para la unión a dsDNA. Para determinar la capacidad de unión a dsDNA de los diferentes 
dominios que conforman la TP, se purificaron diferentes mutantes de deleción de la TP conteniendo el 
dominio N-terminal (Nt), el dominio intermedio (I), el dominio C-terminal (Ct), el dominio N-terminal 
más el Intermedio (Nt+I) y el dominio Intermedio más el C-terminal (I+Ct o ΔNt) y se analizó la 
capacidad de unión a DNA de estas proteínas mediante ensayos de retraso en gel, comparándolas con 
la TP wild-type. Para ello se utilizó como sustrato un dsDNA de 68 pb correspondiente al extremo 
derecho del genoma de ϕ29, marcado radiactivamente (ver Materiales y Métodos) y se añadieron 
concentraciones crecientes de la TP wild-type o de la proteína indicada en cada caso. La Figura 16A 
muestra que la TP wild-type forma un complejo estable con el DNA, dando lugar a bandas de sustrato 
retrasadas de diferente movilidad. La movilidad de las bandas retrasadas disminuye a medida que 
aumenta la concentración de proteína, lo que indicaría que el sustrato contiene varios sitios de unión 
para la TP y que estos sitios van ocupándose a medida que aumenta el número de moléculas de TP 
añadidas en la reacción. Otro hecho alternativo pero no excluyente que podría estar teniendo lugar es 
el de piggy-backing, en el que moléculas adicionales de TP podrían estar interaccionando con TP unida 
al sustrato, produciendo de esta manera una menor movilidad de la banda retrasada. La proteína de 
deleción Nt+I se une al sustrato de dsDNA de manera algo menos eficiente que la TP wild-type. En 
el caso de la proteína de deleción que contiene solo el dominio N-terminal (Nt) se une al sustrato de 
dsDNA de manera claramente menos eficiente que la TP wild-type, necesitando concentraciones de 
proteína mayores para unirse al sustrato. Por otra parte, las proteínas I+Ct (ΔNt), I y Ct (no mostrado) no 
se unieron a DNA a ninguna de las concentraciones ensayadas, indicando que la presencia del dominio 
N-terminal en la TP es necesaria para la unión a dsDNA. 
 Por otra parte, realizamos ensayos de retraso en gel utilizando como sustrato un fragmento de 
dsDNA correspondiente a una región de 216 pb del genoma de B. subtilis (gen yshC). Como puede 
observarse en la Figura 16B, la TP wild-type se une a este sustrato de manera algo menos eficiente que 
a la secuencia del extremo derecho del genoma de ϕ29, debido probablemente al mayor tamaño de este 
sustrato. En concordancia con los resultados mostrados en la Figura 16A, sólo las proteínas de deleción 
que contienen el dominio N-terminal son capaces de unirse a este DNA de B. subtilis. Estos resultados 
confirman que la TP de ϕ29 se une de manera inespecífica de secuencia a dsDNA y que el dominio 
N-terminal es necesario y suficiente para esta unión, si bien la presencia del dominio intermedio ejerce 




1.8. El dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es necesario para una replicación eficiente 
del DNA viral in vivo
 Para determinar si el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es necesario para la replicación del 
DNA viral in vivo, se llevaron a cabo experimentos de complementación de la infección con el fago 
mutante sus3(91). Para ello, se infectaron con dicho fago estirpes de B. subtilis su− que expresaban 
las proteínas CFP-TP, CFP-ΔNt y CFP (como control negativo) y se cuantificó por qPCR la cantidad 
de DNA viral acumulado en cada estirpe a lo largo de la infección. Como control de la infección se 
infectó con el fago sus3(91) la estirpe supresora MO-101-P, así como una estirpe de B. subtilis su− 
que expresaba la TP wild-type. Como puede observarse en la Figura 17A, se obtuvo una eficiencia de 
replicación (acumulación de DNA viral) similar cuando se infectaron las estirpes que expresan la TP 
wild-type y la CFP-TP, si bien la eficiencia de replicación fue mayor en el caso de la estirpe supresora 
Figura 16. Análisis de la unión a dsDNA de los diferentes dominios de la TP de ϕ29 mediante 
ensayos de retraso en gel. Ensayos de retraso en gel utilizando 1 nM de un sustrato de dsDNA de 68 
pb correspondiente al extremo derecho del genoma de ϕ29 (A) o de 216 pb correspondiente al gen 
yshC de B. subtilis (B) marcados en 5´ con [γ32P]ATP. Los sustratos marcados fueron incubados en 
ausencia (-) o en presencia de concentraciones crecientes de la proteína indicada en cada caso. Las 
muestras se sometieron a electroforesis en geles de poliacrilamida al 4% en condiciones nativas, tras 
lo cual se detectó la movilidad de los diferentes complejos TP-dsDNA mediante autorradiografía. 
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MO-101-P. Estos datos indican que, tal y como se había mostrado en la Figura 11, la fusión CFP-TP 
es funcional. Como control, En el caso de la estirpe que expresa la CFP sola no se produjo ninguna 
acumulación de DNA viral a lo largo del ciclo infectivo. En el caso de la estirpe que expresa la proteína 
de fusión CFP-ΔNt, la acumulación de DNA viral se vió muy retrasada y considerablemente reducida 
con respecto a la estirpe que expresa la CFP-TP. El análisis de la síntesis de estas proteínas por Western 
Blot determinó que los niveles de proteína expresada eran similares a los producidos en una infección 
con el fago ϕ29 wild-type (Figura 17B). 
1.9. La TP de ϕ29 determina la localización de la DNA polimerasa viral en el nucleoide 
bacteriano, y ambas proteínas se distribuyen formando un patrón tipo helicoidal a medida 
que avanza el ciclo celular
 Puesto que la TP y la DNA polimerasa forman un heterodímero para iniciar la replicación del 
DNA viral, analizamos si la DNA polimerasa localiza en el nucleoide bacteriano, como ocurre con la TP. 
Para ello, se realizó una fusión del gen de la DNA polimerasa viral y la YFP, y la construcción resultante 
(YFP-DNA pol) se transformó en células de B. subtilis su-. Esta estirpe se infectó con el fago mutante 
sus2(513), deficiente en la síntesis de la DNA polimerasa, se indujo la expresión de la proteína de fusión 
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Figura 17. Análisis de la eficiencia de replicación del fago mutante sus3(91) en células de B. subtilis 
que expresan CFP-TP o CFP-TP ΔNt. (A) Las estirpes de B. subtilis su− que expresan CFP (DM-024), 
CFP-TP (DM-025), CFP-TP ΔNt (DM-029) y TP (DM-032), y la estirpe supresora de la mutación sin 
sentido del fago sus3(91) (MO-101-P) fueron crecidas a 37 ºC en medio LB suplementado con 2% glucosa 
y 5 mM MgSO4. A una DO600 de ~0,4 se añadió 1 mM IPTG (concentración final) al medio para inducir 
la expresión de las proteínas indicadas, y las estirpes fueron infectadas con el fago mutante sus3(91) a una 
MOI de 1. Se tomaron muestras a los tiempos post-infección indicados y se cuantificó la cantidad de DNA 
viral acumulado mediante qPCR. La cantidad de DNA viral (μg de DNA viral/mL de cultivo) se expresa 
en función del tiempo post-infección. (B) Análisis de la acumulación de proteína en las estirpes de B. 
subtilis anteriormente mencionadas por Western Blot en las condiciones anteriormente mencionadas. 
La expresión de TP se detectó utilizando anticuerpos específicos. Como control interno, la estirpe 168 
de B. subtilis se infectó con el fago ϕ29 wild-type y la acumulación de TP se analizó a los tiempos post-
infección indicados. Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.
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y se analizó su localización subcelular. La Figura 18 muestra que la localización de la DNA polimerasa 
viral en células infectadas tiene lugar en el nucleoide bacteriano. Puesto que la DNA polimerasa localiza 
uniformemente por toda la longitud celular en células no infectadas (Figura 18) y la TP localiza en 
el nucleoide bacteriano de manera independiente de otros componentes virales, analizamos si la TP 
podría estar determinando la localización de la DNA polimerasa viral. Para ello, se utilizó una estirpe 
que podía expresar simultáneamente las fusiones CFP-TP y YFP-DNA pol, bajo el control de un 
promotor inducible por IPTG y por xilosa, respectivamente. Ambas fusiones eran funcionales, ya que 
la expresión de estas proteínas complementó tanto la infección de un fago mutante sus3(91) como la de 
un fago mutante sus2(513) (Figura S1). Como se muestra en la Figura 19A, en ausencia de expresión 
de la fusión CFP-TP, la YFP-DNA pol localiza uniformemente por toda la célula. Sin embargo, cuando 
se co-expresa con la CFP-TP, la YFP-DNA pol localiza en el nucleoide bacteriano. En resumen, estos 
resultados indican que la expresión de la TP promueve la localización de la DNA polimerasa en el 
nucleoide bacteriano.
 Finalmente, con el objeto de determinar el patrón de localización de ambas proteínas 
simultáneamente durante el proceso infectivo, se utilizó la estirpe anteriormente mencionada y se infectó 
con el fago sus14(1242). La Figura 19B muestra que ambas proteínas colocalizan tanto a tiempos 
tempranos (10 min) como tardíos (40 min) post-infección, y que ambas siguen un patrón de distribución 
helicoidal en células en etapas intermedias del ciclo celular.
DAPIYFP-DNA pol merge merge + cc
- infección
sus2(513)
Figura 18. Localización subcelular de YFP-DNA pol en células de B. subtilis infectadas 
y sin infectar. (A) La estirpe de B. subtilis su− que expresa YFP-DNA pol (DM-020) se creció 
a 37 ºC en medio LB suplementado con 2% (p/v) glucosa y 5 mM MgSO4. A DO600 de ~0,4 se 
añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) para inducir la expresión de la proteína 
de fusión, y el cultivo fue dividido en dos. Uno de ellos fue infectado con el fago mutante 
sus2(513) a una MOI de 5 y el otro se dejó sin infectar. Las muestras se tomaron 10 min tras 
la adición del inductor y se analizó la señal de fluorescencia en cada caso. Se muestra la señal 
de fluorescencia de YFP y DAPI, así como el merge de ambas señales de fluorescencia y el 
merge de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. Para facilitar la visualización de 
las imágenes, las señales de YFP y DAPI se muestran en color verde y rojo, respectivamente. 
Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.
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1.10. La distribución tipo helicoidal de la TP de ϕ29 depende de la proteína del 
citoesqueleto bacteriano de actina MreB
 Trabajos anteriores determinaron que la distribución tipo helicoidal de la DNA polimerasa 
viral no ocurre en estirpes que tienen delecionado el gen de la proteína MreB, Mbl o MreBH (Muñoz-
Espín et al., 2009). Para investigar si la distribución tipo helicoidal de la TP en etapas intermedias del 
ciclo celular depende de la proteína MreB, examinamos la localización subcelular de la YFP-TP en 
una estirpe de B. subtilis mutante que tiene delecionado el gen mreB. Para que la morfología de esta 
estirpe sea wild-type y evitar así efectos secundarios derivados de una morfología celular aberrante, esta 
estirpe se crece en presencia de altas concentraciones de MgSO4 (ver Materiales y Métodos) (Formstone 
and Errington, 2005). Como se muestra en la Figura 20, la TP no se distribuye formando hélices en la 
estirpe ΔmreB, contrariamente a lo que ocurre en la estirpe wild-type. Por tanto, estos resultados indican 
que el patrón de distribución tipo helicoidal de la TP de ϕ29 depende de la presencia de la proteína 
bacteriana MreB.
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Figura 19. Localización subcelular de YFP-DNA pol coexpresada con CFP-TP en células de B. 
subtilis infectadas y sin infectar. (A) Localización subcelular de las proteínas CFP-TP y YFP-DNA 
pol expresadas simultáneamente en B. subtilis. La estirpe su− DM-023 se creció a 37 ºC en medio LB 
suplementado con 2% (p/v) glucosa y 5 mM MgSO4. A DO600 ~0,4 se añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa 
(concentración final), 1 mM IPTG (concentración final), o ambos inductores, según se indica. Se muestra 
la señal de fluorescencia de YFP y CFP y el merge de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. 
(B) Localización subcelular de las proteínas CFP-TP y YFP-DNA pol expresadas simultáneamente en 
B. subtilis durante la infección con el fago sus14(1242). La estirpe su− DM-023 se creció a 37 ºC en 
medio LB suplementado con 2% (p/v) glucosa y 5 mM MgSO4 hasta DO600 ~0,4,  tras lo cual se añadió 
al medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) y 1 mM IPTG (concentración final) y se infectó con el 
fago sus14(1242) a una MOI de 5. Se muestra la señal de fluorescencia de CFP y YFP, así como el merge 
de ambas señales de fluorescencia y el merge de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. Para 
facilitar la visualización de las imágenes, las señales de CFP e YFP se muestran en color verde y rojo, 




1.11. La RNA polimerasa de B. subtilis colocaliza con la TP de ϕ29 en el nucleoide 
bacteriano
 Se sabe por estudios anteriores que la RNA polimerasa de B. subtilis localiza principalmente 
en la región del nucleoide bacteriano (Lewis et al., 2000). Para determinar si la TP de ϕ29 colocaliza 
con la RNA polimerasa de B. subtilis se construyeron estirpes que podían expresar simultáneamente las 
fusiones CFP-TP y YFP-rpoC (subunidad β de la RNA polimerasa de B. subtilis), bajo el control de un 
promotor inducible por IPTG y por xilosa, respectivamente. Como se muestra en la Figura 21, ambas 
proteínas colocalizan en el nucleoide bacteriano, siguiendo un patrón de distribución muy similar.
YFP-rpoCCFP-TP merge cc merge + cc
Figura 21. Localización subcelular de CFP-TP  y YFP-rpoC expresadas simultáneamente 
en B. subtilis. La estirpe de B. subtilis que expresa simultáneamente las proteínas de fusión 
CFP-TP y YFP-rpoC (DM-033) se creció a 37 ºC en medio LB. A  DO600 ~0,4 se añadió 
al medio 1 mM IPTG (concentración final) y 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final), 
y se tomaron muestras 30 min tras la adición de los inductores. Se muestra la señal de 
fluorescencia de CFP y YFP, así como el merge de ambas señales de fluorescencia y el merge 
de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. Para facilitar la visualización de las 
imágenes, las señales de CFP y YFP se muestran en color verde y rojo, respectivamente.  




Figura 20. Localización subcelular de YFP-TP en células de B. subtilis wild-type 
o con el gen mreB delecionado. Las estirpes de B. subtilis su− que expresan YFP-TP 
en un background genético wild-type (DM-021) o ΔmreB (DM-031) fueron crecidas en 
medio LB suplementado con 2% (p/v) glucosa y 25 mM MgSO4. A una DO600 de ~0,4 se 
añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) y las células se infectaron con 
el fago sus14(1242) a una MOI de 5, tomándose muestras a los tiempos post-infección 
indicados. Se muestra la señal de fluorescencia de la YFP y el merge de YFP con el campo 
claro. Estos experimentos se realizaron en colaboración con el Dr. Daniel Muñoz-Espín.
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1.12. La TP de ϕ29 no interacciona con las proteínas asociadas al nucleoide bacteriano 
HBsu, Noc, SMC y ScpA en experimentos de doble híbrido en levadura
 Para analizar la posibilidad de que la localización de la TP de ϕ29 en el nucleoide pudiera tener 
lugar mediante la interacción de ésta con alguna proteína asociada al nucleoide de B. subtilis, se llevaron 
a cabo experimentos de interacción utilizando la técnica de doble híbrido en levadura (ver Materiales 
y Métodos). Así, se analizó la posible interacción de la TP con las proteínas asociadas al nucleoide de 
B. subtilis HBsu, Noc, SMC y ScpA (Kohler and Marahiel, 1997; Mascarenhas et al., 1998; Soppa et 
al., 1998; Lindow et al., 2002b; Wu et al., 2009). Como puede observarse en la Figura 22, la TP no 
interacciona con ninguna de las proteínas analizadas mediante esta técnica. Como controles internos del 
experimento, se obtuvieron las interacciones TP-DNA polimerasa, Noc-Noc, SMC-ScpA, ScpA-ScpA, y 
ScpB-ScpA (Mascarenhas et al., 2002; Soppa et al., 2002; Wu and Errington, 2011) en medio sintético 
completo sin leucina, uracilo e histidina (−LUH). En medio sintético completo sin leucina, uracilo y 




















































Figura 22. Análisis de la interacción de la 
TP de ϕ29 con las proteínas asociadas al 
nucleoide de B. subtilis HBsu, SMC, Noc 
y ScpA en experimentos de doble híbrido 
en levadura. La TP de ϕ29 clonada como 
una fusión al dominio de activación (AD) de 
GAL4 se utilizó para detectar la interacción 
con las proteínas HBsu, Noc, SMC y ScpA 
fusionadas al dominio de unión (BD) de 
GAL4. La fusión BD-TP no era funcional y 
por lo tanto no se ha incluido en este ensayo. 
La fusión BD-ScpB dio lugar a autoactivación 
y no se ha incluido en la figura. El ensayo se 
llevó a cabo por duplicado utilizando clones 
de levadura independientes. Este ensayo fue 
realizado por la Dra. Rut Carballido López.

 Estudio de los residuos básicos del dominio N-terminal de la 
TP de ϕ29 implicados en unión a DNA y en su localización 





 En ausencia de la estructura cristalográfica del dominio N-terminal, el estudio de los residuos 
específicos de la TP implicados en la unión a DNA depende en gran medida de abordajes como la 
búsqueda de residuos conservados derivados de la homología de secuencia con otras proteínas. La TP 
de ϕ29 sólo comparte una homología de secuencia significativa con las TPs de fagos pertenecientes al 
género ϕ29-like, como PZA, Nf, B103 y GA-1, de las que no se tienen datos estructurales. Por otra 
parte, no hay proteínas en las bases de datos con suficiente homología estructural con la TP de ϕ29 
(Kamtekar et al., 2006).
2.1. Determinación de la estructura secundaria del dominio N-terminal de la TP de ϕ29
 Como una primera aproximación para determinar la estructura secundaria del dominio 
N-terminal de la TP de ϕ29, se utilizaron los programas de predicción de estructura secundaria Phyre2 
(protein homology/analogy recognition engine, por sus siglas en inglés) (Kelley and Sternberg, 2009) 
e I-TASSER (iterative threading assembly refinement, por sus siglas en inglés) (Zhang, 2008; Roy et 
al., 2010). Ambos programas predijeron dos α-hélices conectadas por un loop desordenado, al igual que 
ocurre para la secuencia correspondiente de los fagos PZA, Nf, B103 y GA-1. Las α-hélices predichas 
corresponden a los residuos 14 al 34 y 48 al 70 en el caso del programa Phyre2, y a los residuos 14 al 34 














Figura 23. Alineamiento múltiple de secuencia del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 y de los fagos 
de B. subtilis pertenecientes al género ϕ29-like PZA, Nf, B103 y GA1. Las secuencias se presentan en 
orden de identidad de secuencia con el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 (los números a la derecha de las 
secuencias corresponden a los porcentajes de identidad relativos al dominio N-terminal de la TP de ϕ29). La 
estructura secundaria del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 predicha utilizando los programas Phyre2 e 
I-TASSER se representa como dos α-hélices conectadas por un loop desordenado (línea recta negra). Las cajas 
negras encierran los residuos de las secuencias del resto de fagos que formarían parte de las α-hélices predichas 
utilizando el programa Phyre2. Las cajas rosas encierran los residuos conservados en todas las secuencias 
comparadas, las cajas verdes encierran los residuos que no son idénticos en todas las secuencias comparadas 
pero que conservan la carga, y las cajas azules encierran los residuos conservados en todas las secuencias 
comparadas excepto en la secuencia correspondiente al fago GA1. Los residuos del dominio N-terminal que han 
sido mutados se indican con el número correspondiente a la posición que ocupan en la secuencia de la proteína. 
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 Para determinar experimentalmente el contenido en estructura secundaria del dominio 
N-terminal de la TP de ϕ29, se llevaron a cabo experimentos de dicroísmo circular (DC) en el UV 
lejano (190-250 nm) utilizando el dominio N-terminal de la TP purificado. El fenómeno de DC se 
basa en la diferente absorción de una luz circularmente polarizada a derechas y una luz circularmente 
polarizada a izquierdas por los enlaces peptídicos de la proteína y depende de la orientación espacial de 
éstos (Kelly et al., 2005). El espectro de DC (Figura 24) reveló un contenido en α-hélice del 60% y un 
40% de random-coil (estructura secundaria desordenada). El contenido en α-hélice predicho utilizando 
los programas Phyre2 e I-TASSER fue similiar al determinado por DC, siendo de un 60 y un 53%, 
respectivamente. 
2.2. Determinación de los residuos básicos del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 
implicados en la localización de la TP en el nucleoide bacteriano
 Puesto que la TP de ϕ29 se une a DNA de manera inespecífica de secuencia, es probable que 
esta unión ocurra mediante interacciones electrostáticas entre aminoácidos básicos de la proteína 
y el esqueleto fosfato del DNA, cargado negativamente. De los 73 aminoácidos que componen el 
dominio N-terminal, 17 son básicos, lo que representa un 23% de los aminoácidos de este dominio. El 
alineamiento de secuencia del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 y las secuencias correspondientes de 
las TPs de los fagos PZA, Nf, B103 y GA-1 muestra que la mitad de los residuos básicos son idénticos 
entre los distintos fagos, y en el caso de ser diferentes conservan la carga (Figura 23). Las mayores 
diferencias se presentan en la secuencia correspondiente al fago GA-1, que carece de cuatro residuos 
básicos que se encuentran en el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 y del resto de fagos. 
 Como se ha mostrado en el Capítulo 1 de esta Tesis, la TP de ϕ29 localiza en el nucleoide 
bacteriano tanto en células de B. subtilis como de E. coli, y el dominio N-terminal, responsable de 




















Figura 24. Espectro de dicroísmo circular en el UV lejano del 
dominio N-terminal de la TP de ϕ29. El espectro representa 
el promedio de 4 escaneos a una concentración de proteína 
de 20 μM y una temperatura de 25 ºC. El espectro presenta 
dos mínimos, uno a 208 nm y el otro a 222 nm, típico de una 
proteína con una conformación principalmente en α-hélice.
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que la localización de la TP en el nucleoide bacteriano tiene lugar mediante su unión inespecífica al 
DNA bacteriano. Para investigar un posible papel de los residuos básicos del dominio N-terminal en 
la localización de la TP en el nucleoide de B. subtilis, se llevó a cabo una mutagénesis dirigida en este 
dominio, cambiando todos los residuos básicos por alanina. Así, se obtuvieron un total de 17 variantes 
de la proteína de fusión YFP-TP, cada una de las cuales tenía cambiado uno de los aminoácidos 
básicos del dominio N-terminal de la TP a alanina. Además, se obtuvo un doble y un triple mutante 
en dos agrupaciones de lisinas (posiciones 25 y 27 y posiciones 32 a 34). Todos los residuos básicos 
excepto cuatro corresponden a aminoácidos que forman parte de las α-hélices putativas predichas con 
el programa de predicción de estructura secundaria Phyre2 citado en el apartado anterior (ver Figura 
23). Para analizar la localización subcelular de las proteínas de fusión de las TPs mutantes en el dominio 
N-terminal, estas construcciones se transformaron y se expresaron en B. subtilis. Todas las proteínas 
de fusión se expresaron en niveles similares a los de la YFP-TP wild-type (Figura S2). La Figura 25 
muestra la localización subcelular de estas proteínas de fusión en células de B. subtilis. Como controles 
internos del experimento, se muestra que la YFP-TP wild-type localiza en el nucleoide bacteriano 
y tanto la YFP como la proteína de deleción que carece del dominio N-terminal (ΔNt) localizan a lo 
largo de toda la célula. Todas las proteínas mutantes presentaron un patrón de localización similar al de 
la YFP-TP wild-type, a excepción de dos proteínas: YFP-K27A y YFP-K25A/K27A. En el caso de la 
proteína YFP-K27A, la señal de fluorescencia se distribuye por toda la célula, pero hay una acumulación 
de fluorescencia en el nucleoide bacteriano. En el caso de la proteína YFP-K25A/K27A, la señal de 
fluorescencia se encuentra distribuida de manera homogénea por toda la longitud celular, como ocurre 
con la YFP y la YFP-ΔNt. Por tanto, estos resultados indican que el residuo Lys27 y la combinación de 
residuos Lys25 y Lys27 están implicados en la localización de la TP en el nucleoide bacteriano.
 Por otra parte, para determinar la mínima secuencia aminoacídica del dominio N-terminal de 
la TP que es necesaria para la localización en el nucleoide bacteriano, se construyeron fusiones de la 
YFP a fragmentos del dominio N-terminal de la TP de diferente longitud, así como variantes de la TP 
completa en la que se delecionaron fragmentos de diferente longitud desde el extremo N-terminal de 
la proteína, y se estudió su localización subcelular en B. subtilis. La expresión de estas fusiones se 
produjo en la mayoría de los casos en niveles similares a los de la YFP-TP wild-type (Figuras S2 y 
S3). Los fragmentos del dominio N-terminal que contienen los residuos 1-24 (YFP-Nt24), 1-37 (YFP-
Nt37), 1-50 (YFP-Nt50) y 1-60 (YFP-Nt60) no fueron suficientes para localizar en el nucleoide 
bacteriano (Figura 26). Sin embargo, el fragmento que contenía los residuos 1-70 (YFP-Nt70) 
presentó un patrón de localización similar al del dominio N-terminal completo (YFP-Nt73), indicando 
que el fragmento mínimo analizado para la localización en el nucleoide bacteriano corresponde a 
los 70 primeros aminoácidos de la TP. Por otro lado, las proteínas en las que se delecionaron los 10 
primeros aminoácidos (YFP-ΔN10) y los 15 primeros aminoácidos (YFP-ΔN15) de la TP presentaron 
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YFP DAPI merge merge + cc
Figura 25. Localización subcelular de los mutantes de la TP de ϕ29 en el dominio N-terminal fusionados a 
YFP. Las estirpes de B. subtilis que expresan las diferentes proteínas de fusión YFP-TP se crecieron en medio LB 
a 37 ºC y se indujo la expresión de las proteínas añadiendo al medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final). Las 
muestras se tomaron 30 min después de la adición del inductor. Se muestra la señal de fluorescencia de YFP y DAPI, 
así como el merge de ambas señales de fluorescencia y el merge de ambas señales con el campo claro. Para facilitar 
la visualización de las imágenes, las señales de YFP y DAPI se muestran en color verde y rojo, respectivamente.
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un patrón de localización wild-type, mientras que la proteína en la que se delecionaron los 20 primeros 
aminoácidos (YFP-ΔN20) mostró un patrón de localización disperso por todo el citoplasma celular 
(Figura 27A). Este resultado sugiere la necesidad de un plegamiento correcto de gran parte del dominio 
N-terminal para localizar en el nucleoide bacteriano, como puede inferirse de la predicción de estructura 
secundaria en la que la primera α-hélice sería preservada en las proteínas de deleción ΔN10 y ΔN15, 
pero no en la proteína de deleción ΔN20. Finalmente, teniendo en cuenta los resultados obtenidos de 
la localización de los diferentes fragmentos del dominio N-terminal de la TP y de las TPs con distintas 
deleciones a partir del extremo N-terminal de la proteína, se construyeron fragmentos del dominio 
N-terminal de la TP que comprendían los aminoácidos 16-70 (YFP-Nt16-70) y 16-73 (YFP-Nt16-73) 
y se analizó su localización en B. subtilis. Como se observa en la Figura 27B, ninguno de los dos 
fragmentos fue suficiente para la localización en el nucleoide bacteriano.
 En conjunto, estos resultados indican que el dominio mínimo de la TP ensayado para la 
localización en el nucleoide bacteriano comprende los aminoácidos 1 a 70, y que los 15 primeros 
aminoácidos de la proteína son dispensables en la TP completa para la localización en el nucleoide.
Figura 26. Localización subcelular de los fragmentos del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 fusionados 
a YFP. Las estirpes de B. subtilis que expresan los diferentes fragmentos del dominio N-terminal de la TP 
fusionados a YFP se crecieron en medio LB a 37 ºC y se indujo la expresión de las proteínas mediante la 
adición al medio de 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final). Las muestras se analizaron 30 min después de 
la adición del inductor. Se muestra la señal de fluorescencia de YFP y DAPI, así como el merge de ambas 
señales de fluorescencia y el merge de ambas señales de fluorescencia con el campo claro. Para facilitar la 
visualización de las imágenes, las señales de YFP y DAPI se muestran en color verde y rojo, respectivamente.
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2.3. Efecto de las mutaciones en residuos básicos del dominio N-terminal de la TP de 
ϕ29 en la unión a DNA in vitro 
 Para determinar si la pérdida parcial o total de localización en el nucleoide de las TPs mutantes 
YFP-K27A y YFP-K25A/K27A, respectivamente, era debida a un defecto de unión a DNA, se llevaron 
a cabo ensayos de retraso en gel utilizando el mismo sustrato de dsDNA utilizado en los experimentos 
de la Figura 16B. Para ello, se purificaron las proteínas mutantes TP K25A, TP K27A y TP K25A/
K27A, y la TP wild-type. Además, se purificaron las proteínas TP R19A y TP K32A/K33A/K34A 
como controles adicionales para evaluar la correlación que existe entre la localización de la TP en el 
nucleoide bacteriano y su unión a DNA. Puesto que las proteínas se purificaron unidas al Strep-tag (ver 
Materiales y Métodos), analizamos en primer lugar si la presencia de este tag influía en la capacidad 
de unión de la TP wild-type a DNA. La Figura S4 muestra que la presencia del Strep-tag no afecta de 
manera significativa la capacidad de unión de la TP a dsDNA. Como puede observarse en la Figura 28, 
la TP wild-type retrasa todo el sustrato de dsDNA a una concentración de proteína de 12,5 nM. A esta 
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Figura 27. Localización subcelular de 
las proteínas de deleción ΔN10, ΔN15 y 
ΔN20 de la TP de ϕ29 fusionadas a YFP 
y de los fragmentos Nt16-70 y Nt16-73 
fusionados a YFP. (A) Las estirpes de B. 
subtilis que expresan las proteínas YFP-
TP wild-type, YFP-ΔN10, YFP-ΔN15 y 
YFP-ΔN20 se crecieron en medio LB 
a 37 ºC y se indujo la expresión de las 
proteínas mediante la adición al medio 
de 0,5 % (p/v) xilosa (concentración 
final). Las muestras se analizaron 30 min 
después de la adición del inductor. (B) 
Las estirpes de B. subtilis que expresan 
los fragmentos del dominio N-terminal 
16-70 y 16-73 fusionados a YFP se 
crecieron y se indujo la expresión de 
las proteínas en las mismas condiciones 
que en el apartado (A). Se muestra la 
señal de fluorescencia de YFP y DAPI, 
así como el merge de ambas señales de 
fluorescencia y el merge de ambas señales 
de fluorescencia con el campo claro. Para 
facilitar la visualización de las imágenes, 
las señales de YFP y DAPI se muestran 
en color verde y rojo, respectivamente.
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si bien en el caso de la TP K25A se obtiene una banda retrasada de menor movilidad que no se obtiene 
en el caso de la TP wild-type. A concentraciones menores de proteína se pone de manifiesto que la 
capacidad de unión a DNA del mutante R19A es menor que la de la TP wild-type (alrededor de un 40% 
de la unión de la TP wild-type). El mutante K25A se une a DNA de manera ligeramente menos eficiente 
(85%) que la TP wild-type. En el caso de la TP mutante K23A/K33A/K34A, tiene una capacidad de 
unión reducida (30%) comparada con la TP wild-type, aunque se observa un claro retraso del sustrato 
a la mayor concentración de proteína ensayada. Los mutantes K27A y K25A/K27A fueron los más 
afectados en la unión a DNA (19 y 7%, respectivamente), ya que sólo se produjo un retraso muy leve del 
sustrato a la mayor concentración de proteína ensayada. En las condiciones ensayadas no se detectó una 
unión estable entre el mutante de deleción ΔNt y el sustrato de dsDNA, de acuerdo con los resultados 
mostrados en la Figura 16 del Capítulo 1. El análisis de la unión de la TP wild-type, el mutante de 
deleción ΔNt, y las TPs mutantes K25A y K27A a un sustrato de ssDNA, reportó resultados similares a 
los obtenidos con dsDNA, de acuerdo con un modo de unión a DNA inespecífico de secuencia (Figura 
S5).
TP wt K25A K27A  K25A/K27A
nM TP  3,12    6,25    12,5   3,12    6,25    12,5   3,12    6,25   12,5    3,12     6,25   12,5-












































































Figura 28. Unión de los mutantes de la TP de ϕ29 en el dominio N-terminal a dsDNA in vitro. 
Ensayo de retraso en gel utilizando 1 nM de un sustrato de dsDNA de 216 pb correspondiente al gen yshC 
de B. subtilis marcado en 5´ con [γ32P]ATP. El sustrato marcado se incubó en ausencia (-) o en presencia de 
concentraciones crecientes de la proteína indicada en cada caso. Las muestras se sometieron a electroforesis 
en geles de poliacrilamida al 4% en condiciones nativas, tras lo cual se detectó la movilidad de los 
diferentes complejos TP-dsDNA mediante autorradiografía. El gráfico de barras muestra el porcentaje 
relativo de unión de cada TP mutante con respecto a la TP wild-type (las columnas representan la media 
y las barras de error la desviación estándar obtenida a partir de tres experimentos independientes). 
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 Asimismo, analizamos la capacidad de unión a dsDNA de las proteínas TP ΔN15 y TP ΔN20, 
comparándola con la de la TP wild-type y el mutante de deleción ΔNt. Como puede observarse en la 
Figura 29, la TP ΔN15 se une a dsDNA de manera ligeramente más eficiente que la TP wild-type, 
aunque dando lugar a un patrón de bandas retrasadas diferente al de la TP wild-type. Por el contrario, en 
el caso de la TP ΔN20 la capacidad de unión a dsDNA se vió altamente reducida, produciéndose sólo un 
ligero retraso a concentraciones de proteína mayores que las utilizadas en el caso de la TP wild-type.
2.4. La TP de ϕ29 se une al DNA genómico de B. subtilis in vivo. Efecto de las 
mutaciones en residuos básicos del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la unión a DNA in 
vivo
 Para investigar la importancia del residuo Lys27 y la combinación de residuos Lys25 y Lys27 
para la unión a DNA in vivo, se utilizó la técnica de inmunoprecipitación de cromatina entrecruzada 
(X-ChiP: del inglés cross-linked chromatin immunoprecipitation) con formaldehído, tal y como 
se describe en Materiales y Métodos. De manera resumida, se crecieron células de B. subtilis que 
expresaban las proteínas de fusión YFP-TP wild-type, YFP-R19A, YFP-K25A, YFP-K27A, YFP-
K25A/K27A, YFP-K32A/K33A/K34A y YFP-ΔNt en medio LB, se indujo la expresión de las 
proteínas de fusión con xilosa, y 1 h después se añadió formaldehído al medio durante 5 min para 
entrecruzar las uniones proteína-DNA. El DNA se fragmentó mediante sonicación y las moléculas de 
TP unidas a DNA se inmunoprecipitaron utilizando anticuerpos específicos contra la TP. Se analizó la 
unión a cuatro regiones (de entre 104 y 200 pb de longitud) distribuidas por el genoma de B. subtilis, 
correspondientes a los genes gyrB, ftsZ, mreB y ung (posiciones genómicas correspondientes a 0°, 
136°, 244° y 333°, respectivamente). La Figura S6 muestra que, en las condiciones en las que se 
ΔN15
















Figura 29. Unión de los mutantes de deleción de la TP de ϕ29 ΔN15, ΔN20 y ΔNt a dsDNA in 
vitro.  Ensayo de retraso en gel utilizando 1 nM de un sustrato de dsDNA de 216 pb correspondiente 
al gen yshC de B. subtilis marcado en 5´ con [γ32P]ATP. El sustrato marcado se incubó en ausencia 
(-) o en presencia de concentraciones crecientes de la proteína indicada en cada caso. Las muestras 
se sometieron a electroforesis en geles de poliacrilamida al 4% en condiciones nativas, tras lo cual 
se detectó la movilidad de los diferentes complejos TP-dsDNA mediante autorradiografía. 
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realizó el experimento, la TP wild-type y el resto de proteínas mutantes se expresan de manera similar. 
La unión de la TP a las distintas regiones del genoma de B. subtilis analizadas se expresó mediante 
el coeficiente de inmunoprecipitación (CI), que representa la cantidad de DNA inmunoprecipitado para 
una región determinada en función de la cantidad de DNA total de esa región en la muestra antes de 
la inmunoprecipitación (ver Materiales y Métodos). La Figura 30 muestra el CI de las TPs mutantes 
relativo al CI de la TP wild-type para cada una de las regiones genómicas analizadas. En células que 
expresaban la YFP sola se obtuvieron CIs del 1-2% de la TP wild-type (100%). Así, como puede 
inferirse por estos datos, la TP de ϕ29 se une al DNA genómico de B. subtilis, y la fusión de la YFP a la 
TP no impide la unión de ésta al DNA in vivo. En concordancia con los experimentos de unión a DNA in 
vitro, los mutantes más afectados en unión a DNA in vivo fueron los mutantes K27A y K25A/K27A, con 
unos CIs que oscilan entre el 4-7% y 8-11% de la TP wild-type, respectivamente. En el caso del mutante 
de deleción ΔNt hay que mencionar que la reacción de entrecruzamiento no sería igual de eficiente que 
en el caso del resto de las TPs analizadas, puesto que carece de 1/3 de la proteína, por lo que el valor de 
CI obtenido (2-3% de la TP wild-type) no es comparable. Los valores de CI más altos se obtuvieron con 
el mutante K25A, obteniéndose CIs que oscilaban entre el 45 y el 55% de la TP wild-type, dependiendo 
de la región analizada. En el caso del mutante R19A, los valores de CI obtenidos oscilaron entre el 10 y 
el 17% de la TP wild-type, y en el caso del mutante K32A/K33A/K34A entre el 18 y el 28%. Por tanto, 
si bien se mantiene la misma tendencia de unión con respecto a la TP wild-type, la capacidad de unión a 




























Figura 30. Unión de los mutantes de la TP de ϕ29 en el dominio N-terminal fusionados a YFP a las regiones 
del genoma de B. subtilis gyrB, ftsZ, mreB y ung in vivo. Las estirpes de B. subtilis que expresan las proteínas 
de fusión indicadas se crecieron en medio LB a 30 ºC, se indujo la expresión de las proteínas añadiendo al medio 
0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) y se añadió formaldehído 1 h después para entrecruzar las proteínas 
y el DNA, durante 5 min. Las muestras se procesaron como se describe en Materiales y Métodos. El DNA 
inmunoprecipitado y el DNA total se cuantificaron por qPCR. La unión de la proteína al DNA se expresa como 
Coeficiente de Inmunoprecipitación (CI) relativo al de la TP wild-type. En la figura se presentan los valores de 
CI medios para cada proteína y la desviación estándar, obtenidos a partir de tres experimentos independientes.
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 Por otra parte, con el objeto de analizar si existía una unión preferente a alguna de las cuatro 
regiones del genoma de B. subtilis analizadas, se realizó una cuantificación absoluta de la unión de la 
YFP-TP wild-type a estas regiones. Para ello, el DNA inmunoprecipitado y el DNA total de cada región 
se cuantificaron por qPCR y los datos obtenidos para cada región se interpolaron a una curva patrón 
construida con cantidades conocidas del genoma purificado de B. subtilis. La unión de la YFP-TP wild-
type al DNA se expresa como copias inmunoprecipitadas (IP) de cada fragmento × 104 tras aplicar la 
fórmula del CI (Materiales y Métodos). La Figura 31 muestra que la YFP-TP wild-type se unió de 
manera similar a las cuatro regiones analizadas, de acuerdo con un modo de unión a DNA no específico 
de secuencia.
2.5. Efecto de las mutaciones en residuos básicos del dominio N-terminal de la TP de 
ϕ29 en la localización de la DNA polimerasa viral 
 Puesto que la DNA polimerasa viral requiere la expresión de la TP para localizar en el nucleoide 
bacteriano (Figura 19A, Capítulo 1), estudiamos el efecto que las mutaciones en el dominio N-terminal 
de la TP tenían en la localización de la DNA polimerasa. Para ello, se construyeron estirpes de B. 
subtilis que coexpresaban la fusión YFP-DNA polimerasa (YFP-DNA pol) y la fusión CFP-TP wild-
type, CFP-Nt, CFP-ΔNt, o las fusiones de CFP con los diferentes mutantes de la TP en el dominio 
N-terminal (CFP-R19A, CFP-K25A, CFP-K27A, CFP-K25A/K27A, CFP-K32A/K33A/K34A), bajo el 
control de un promotor de xilosa y de IPTG, respectivamente. Como control, se construyó una estirpe 
que coexpresaba YFP-DNA pol y CFP. Los niveles de expresión de la fusión YFP-DNA pol fue similar 
en todas las estirpes y las proteínas de fusión CFP-TP wild-type o CFP-TP mutante se expresaron 
de manera similar entre ellas (Figura S7). Como puede observarse en la Figura 32, las estirpes que 
expresan la CFP-TP wild-type, CFP-R19A, CFP-K25A y CFP-K32A/K33A/K34A muestran una 
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Figura 31. Cuantificación de la unión de la YFP-TP 
wild-type de ϕ29 a las regiones del genoma de B. subtilis 
gyrB, ftsZ, mreB y ung in vivo. La estirpe de B. subtilis que 
expresa la YFP-TP wild-type se creció en medio LB a 30 ºC, 
se indujo la expresión de la proteína añadiendo al medio 0,5 
% (p/v) xilosa (concentración final) y se añadió formaldehído 
1 h después para entrecruzar las proteínas y el DNA, durante 
5 min. Las muestras se procesaron como se describe en 
Materiales y Métodos. En la figura se presentan los valores 
medios de copias IP para cada región y la desviación estándar, 
obtenidos a partir de tres experimentos independientes. 
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expresan CFP-K25A/K27A y CFP-ΔNt presentan un patrón de localización de la YFP-DNA pol por 
toda la célula, al igual que ocurre cuando se coexpresa ésta con la CFP. En el caso de la estirpe que 
expresa la CFP-K27A, la YFP-DNA pol presentó un patrón de localización por toda la célula, pero 
con una ligera acumulación de fluorescencia en la región del nucleoide bacteriano, correspondiendo 
con la localización de la CFP-K27A. Por tanto, estos resultados indican que la TP “dirige” a la DNA 
polimerasa hacia aquella localización en la que la TP se encuentra. En el caso de la estirpe que expresa 
la CFP-Nt se observa que, aunque ésta localiza principalmente en el nucleoide bacteriano, la YFP-DNA 
pol lo hace por toda la célula, lo que indica que para que la TP pueda determinar la localización de la 
DNA polimerasa ambas proteínas deben interaccionar, ya que la DNA polimerasa establece contactos 
principalmente con el dominio intermedio y el C-terminal de la TP (Kamtekar et al., 2006). 























































































































Figura 32. Análisis de la localización de 
la YFP-DNA pol cuando es coexpresada 
con las diferentes TPs mutantes en el 
dominio N-terminal fusionadas a CFP. 
Las estirpes de B. subtilis que coexpresan 
la YFP-DNA pol y la TP wild-type o las 
diferentes TPs mutantes en el dominio 
N-terminal fusionadas a CFP se crecieron 
a 37 ºC en medio LB y se indujo la 
expresión de las proteínas añadiendo al 
medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración 
final) y 1 mM IPTG (concentración final). 
Las muestras se tomaron 30 min después 
de la adición de los inductores. Se muestra 
la señal de fluorescencia de CFP y YFP, 
así como el merge de ambas señales de 
fluorescencia y el merge de ambas señales 
de fluorescencia con el campo claro. Para 
facilitar la visualización de las imágenes, 
las señales de CFP y YFP se muestran en 
color verde y rojo, respectivamente.
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2.6. Efecto de las mutaciones en residuos básicos del dominio N-terminal de la TP de 
ϕ29 en la replicación del DNA viral in vivo
 Como se ha mostrado en el Capítulo 1, el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es necesario 
para una replicación eficiente del DNA viral in vivo (ver Figura 17A). Para estudiar el efecto de las 
mutaciones introducidas en el dominio N-terminal de la TP en la replicación del DNA viral in vivo, se 
llevaron a cabo experimentos de complementación infectando las estirpes de B. subtilis que expresan 
tanto la TP wild-type como las TPs mutantes con el fago mutante sus3(91). El análisis de la expresión 
de estas proteínas por Western Blot muestra que los niveles de proteína producidos son comparables 
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Figura 33. Análisis de la eficiencia de replicación del fago mutante sus3(91) en células de B. subtilis su- 
que expresan la TP wild-type o las TPs mutantes en el dominio N-terminal fusionadas a YFP. (A y B) Las 
estirpes de B. subtilis su− que expresan las proteínas indicadas se crecieron en medio LB a 37 ºC y se indujo la 
expresión de las proteínas añadiendo al medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final). Al mismo tiempo los 
cultivos se infectaron con el fago mutante sus3(91) a una MOI de 1 y se tomaron muestras a los distintos tiempos 
post-infección. (A) La cantidad de DNA acumulado a cada tiempo post-infección se analizó en geles de agarosa 
al 0,6%. Las flechas indican la posición del DNA genómico de B. subtilis y de ϕ29. (B) La cantidad de DNA 
acumulado a cada tiempo post-infección se cuantificó por qPCR utilizando el par de oligonucleótidos R-25 y 
R-OUT-SUPER, que amplifican una región de 298 pb del extremo derecho del genoma de ϕ29. La cantidad 
de DNA viral se expresa como μg de DNA viral por mL de cultivo en función del tiempo post-infección. Se 
presentan la media y el error estándar de la media obtenidos a partir de tres experimentos independientes.
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(Figura S8). La acumulación de DNA viral a lo largo del ciclo infectivo del fago mutante en las distintas 
estirpes de B. subtilis se analizó mediante electroforesis en geles de agarosa y qPCR. Como puede 
observarse en la Figura 33 A y B, las estirpes que expresan YFP-R19A, YFP-K25A y YFP-K32A/
K33A/K34A complementaron la infección con el fago mutante sus3(91), ya que la acumulación de DNA 
viral en estas estirpes fue similar a la que se produjo en la estirpe que expresa YFP-TP wild-type. Por 
el contrario, en el caso de las estirpes que expresan las proteínas YFP-K27A y YFP-K25A/K27A, la 
acumulación de DNA viral se vio muy reducida con respecto a la estirpe que expresa la proteína YFP-
TP wild-type. En el caso de la estirpe que expresa YFP-ΔNt la acumulación de DNA fue despreciable, 
incluso a tiempos tardíos post-infección. Como control interno del experimento, en la estirpe que 
expresa YFP no se produjo acumulación de DNA viral. Por tanto, estos resultados indican que la unión 
de la TP a DNA in vivo es importante para una replicación eficiente del DNA viral. 

Implicación de la capacidad de unión a DNA de la TP de ϕ29 
en el mecanismo de replicación del DNA viral in vitro. Papel 





 Estudios anteriores determinaron que el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es parcialmente 
dispensable en la iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29 in vitro en presencia de la proteína 
p6 (Pérez-Arnaiz et al., 2007). Sin embargo, en ausencia de p6 no se produce iniciación utilizando la 
TP mutante que carece del dominio N-terminal ΔNt. Por tanto, se sugirió que el dominio N-terminal de 
la TP podría estar implicado en facilitar la apertura del origen de replicación, ejerciendo de esta manera 
una acción similar a la proteína p6. Para profundizar sobre el papel que el dominio N-terminal de la TP 
desempeña en la replicación del TP-DNA de ϕ29 in vitro y estudiar si la capacidad de unión a DNA 
de esta proteína es importante para este proceso, analizamos el efecto de las mutaciones en el dominio 
N-terminal de la TP mencionadas en el capítulo anterior en la eficiencia de las diferentes etapas del 
proceso, esto es, iniciación, transición, replicación y amplificación.
3.1. Los mutantes de la TP de ϕ29 afectados en la unión a DNA están afectados en la 
iniciación de la replicación del TP-DNA viral
 Como se ha mostrado en el capítulo anterior, las TPs mutantes en el dominio N-terminal R19A, 
K27A, K25A/K27A y K32A/K33A/K34A están afectadas en distinto grado en su capacidad de unión a 
DNA. Para determinar si la capacidad de unión a DNA tiene algún efecto en el proceso de iniciación de 
la replicación del TP-DNA de ϕ29, se llevaron a cabo ensayos de iniciación utilizando estas proteínas 
purificadas, así como la TP mutante K25A y el mutante de deleción ΔNt, y se comparó su actividad con 
la de la TP wild-type. De esta manera, se analizó la eficiencia en la reacción de iniciación del TP-DNA 
de ϕ29 utilizando cada una de estas TPs como iniciadoras, y se cuantificó la formación del complejo TP-
dAMP en cada caso. Como puede observarse en la Figura 34 y Tabla I, las TP mutante K25A muestra 
una eficiencia de iniciación similar a la de la TP wild-type. La eficiencia de iniciación de la TP R19A 
es ligeramente inferior a la de la TP wild-type. En el caso de la TP mutante K32A/K33A/K34A mostró 
una eficiencia de iniciación moderadamente afectada, que se vió aún más reducida en el caso de las TPs 























Figura 34. Formación del complejo TP-dAMP en presencia de TP-DNA in vitro, utilizando la TP wt o 
las TPs mutantes como iniciadores. La reacción se llevó a cabo como se describe en Materiales y Métodos 
utilizando 12 nM de TP wt o mutante, 12 nM de DNA polimerasa, 1,6 nM de TP-DNA como molde y 10 
mM MgCl2. Tras 2 min de incubación a 30 ºC, las muestras se procesaron como se describe en Materiales y 
Métodos y se analizaron por SDS-PAGE. La cuantificación se llevó a cabo mediante análisis densitométrico 
de las autorradiografías. La flecha negra indica la posición del complejo TP-dAMP y la flecha blanca la 
posición del complejo TP ΔNt-dAMP. La figura es representativa de tres experimentos independientes.
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 Puesto que los mutantes severamente afectados en la iniciación de la replicación del TP-DNA 
de ϕ29 fueron aquellos que presentaban una unión a DNA muy reducida (TPs K27A, K25A/K27A y 
ΔNt), el defecto en la reacción de iniciación podría deberse a un reconocimiento deficiente del origen de 
replicación por parte de estas TPs mutantes. Para analizar esta hipótesis se llevaron a cabo experimentos 
de iniciación en ausencia de TP-DNA, ya que la DNA polimerasa de ϕ29 es capaz de realizar la reacción 
de deoxinucleotidilación de la TP en ausencia de molde (Blanco et al., 1992). La Figura 35 y Tabla I 
muestran que, en ausencia de TP-DNA, las TPs mutantes alcanzan niveles de iniciación más cercanos 
a los de la TP wild-type. En el caso del mutante TP ΔNt, aunque su eficiencia de iniciación en estas 
























Figura 35. Formación del complejo TP-dAMP en ausencia de TP-DNA in vitro, utilizando la TP 
wt o las TPs mutantes como iniciadores. El ensayo se llevó a cabo como se describe en Materiales 
y Métodos utilizando 24 nM de TP wt o mutante, 24 nM de DNA polimerasa y 1 mM MnCl2. Tras 
1 h de incubación a 30 ºC, las muestras se procesaron como se describe en Materiales y Métodos y 
se analizaron por SDS-PAGE. La cuantificación se llevó a cabo mediante análisis densitométrico de 
las autorradiografías. La flecha negra indica la posición del complejo TP-dAMP y la flecha blanca la 
posición del complejo TP ΔNt-dAMP. La figura es representativa de tres experimentos independientes.
aLos números indican el porcentaje medio de actividad de las TPs mutantes relativo a la TP wt y la desviación estándar, 
obtenidos de tres experimentos independientes.
bLos números indican el porcentaje medio de actividad de las TPs mutantes relativo a la TP wt y la desviación estándar, 
obtenidos de tres experimentos independientes, a los 10 min de incubación.
% indica el porcentaje medio de actividad de las TPs mutantes relativo a la TP wt y la desviación estándar, obtenidos de tres 
experimentos independientes, a los 60 min de incubación.
FA indica el factor de amplificación medio utilizando las TPs mutantes relativo a la TP wt y la desviación estándar, obtenidos 
de tres experimentos independientes, a los 60 min de incubación.
Sin molde
 TP  - p6  + p6  - p6  + p6
TP wt 100 100 100 100 100 100 137 ± 22
R19A 75 ± 13 102 ± 10 90 ± 18 44 ± 9 93 ± 8 110 ± 8 149 ± 14
K25A 108 ± 17 115 ± 7 84 ± 0,4 89 ± 3 98 ± 2 121 ± 6 165 ± 27
K27A 21 ± 4 108 ± 7 60 ± 1 3 ± 1 73 ± 9 12 ± 3 18 ± 6
K25A/K27A 19 ± 4 116 ± 9 52 ± 2 3 ± 1 73 ± 5 13 ± 4 19 ± 8
K32A/K33A/K34A 40 ± 17 111 ± 11 71 ± 10 16 ± 5 97 ± 6 104 ± 15 140 ± 9
∆Nt 10 ± 4 109 ± 12 24 ± 5 1 ± 0,3 60 ± 5 3 ± 2 5 ± 3
TP-DNA % FA
Formación TP-dAMPa Replicación TP-DNAb Amplificación TP-DNA
Tabla I. Actividades de la TP wild-type y las TPs mutantes en el dominio N-terminal.
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3.2. El dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es necesario para una correcta interacción 
con la DNA polimerasa viral
 En la reacción de deoxinucleotidilación de la TP en ausencia de molde las únicas interacciones 
que se requieren son las que tienen lugar entre la DNA polimerasa y el nucleótido iniciador y entre la 
DNA polimerasa y la TP. El análisis de la interacción entre la DNA polimerasa y las diferentes TPs 
mediante ultracentrifugación en gradiente de glicerol (Figura 36) muestra que, al igual que ocurre con 
la TP wild-type, las TPs mutantes cosedimentan en la misma fracción que la DNA polimerasa, indicando 



























































































Figura 36. Ensayo de interacción TP/DNA polimerasa mediante ultracentrifugación en gradiente de glicerol. 
El ensayo se llevó a cabo preincubando 448 nM de TP wt o mutante con 448 nM de DNA polimerasa durante 30 
min a 4 ºC. La muestra se cargó posteriormente en la parte superior de un gradiente continuo de glicerol del 15 
al 30% (4 mL) en presencia de 180 mM NaCl. Los gradientes se centrifugaron y procesaron como se describe 
en Materiales y Métodos. En las gráficas se representa la cuantificación densitométrica, expresada en unidades 
arbitrarias, de la DNA polimerasa (círculos negros) y la TP wt o mutante (cuadrados blancos). Las fracciones están 
numeradas desde la parte inferior a la parte superior del gradiente. La flecha indica el pico de masa de la BSA. 
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 Para determinar si la formación deficiente del complejo TP ΔNt-dAMP con respecto a la TP 
wild-type en ausencia de molde era debida a una interacción menos eficiente con la DNA polimerasa, 
se llevaron a cabo ensayos de interferencia en ausencia de molde, en los que la interacción de la TP 
wild-type con la DNA polimerasa es competida añadiendo cantidades crecientes de la TP mutante. Como 
control de interferencia se utilizó una TP mutante en el residuo iniciador (S232C) que es prácticamente 
inactiva, pero que interacciona con la DNA polimerasa de manera wild-type (Garmendia et al., 1990). 
Como puede observarse en la Figura 37, el patrón de competición mostrado por la TP S232C es muy 
similar al patrón teórico (que supone que la TP competidora interacciona con la DNA polimerasa con 
la misma afinidad que la TP wild-type). Las TPs mutantes K27A y K25A/K27A compiten con la TP 
wild-type por la unión a la DNA polimerasa, aunque necesitan cantidades mayores de proteína que la 
TP mutante S232C. Sin embargo, la TP mutante ΔNt no interfiere con la TP wild-type por la unión a la 
DNA polimerasa aún estando presente en un exceso de 8 veces sobre la TP wild-type, lo que indica que 






























Relación TP mutante/TP wt
Figura 37. Ensayo de competición entre la TP wt y las TPs mutantes por la unión a la DNA polimerasa. 
El ensayo se llevó a cabo como se ha descrito para la formación del complejo TP-dAMP en ausencia de 
molde, pero añadiendo cantidades crecientes de la TP mutante en cada caso a una cantidad fija (24 nM) de 
TP wt o TP S232C. En la gráfica se representan los valores de formación del complejo TP-dAMP relativos 
a los valores en ausencia de competición (100%). La curva teórica presenta la curva de competición que se 
obtendría con una TP que se uniese a la DNA polimerasa de la misma manera que la TP wild-type. La TP 
mutante S232C (Garmendia et al., 1990) se llevó como control interno del ensayo. Los complejos TP-dAMP 
formados se cuantificaron por densitometría y los valores obtenidos compitiendo la TP S232C con cada TP 
mutante se sustrajeron a los valores obtenidos compitiendo la TP wt con cada una de las TPs mutantes. Los 
datos representan la media y la desviación estándar, obtenidos a partir de tres experimentos independientes.
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3.3. La proteína p6 compensa el defecto de iniciación de los mutantes de la TP de ϕ29 
afectados en unión a DNA
 Trabajos anteriores determinaron que la proteína viral de unión a DNA de doble cadena, p6, 
estimula la formación del complejo de iniciación disminuyendo la Km de la DNA polimerasa por el 
nucleótido iniciador (Blanco et al., 1986), así como la transición de la iniciación cebada con proteína 
terminal a la elongación con DNA (Blanco et al., 1988). La proteína p6 se une a los orígenes de 
replicación, produciendo un cambio conformacional que se ha propuesto que ayudaría a abrir la doble 
hélice de DNA (Prieto et al., 1988; Serrano, 1990; Serrano et al., 1994). Por otra parte, Pérez-Arnaiz 
y colaboradores determinaron que el dominio N-terminal de la TP era dispensable para la reacción de 
inicación en presencia de la proteína p6 (Pérez-Arnaiz et al., 2007). Para determinar el efecto de la 
proteína p6 en reacciones de iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29 utilizando las TPs mutantes 
en el dominio N-terminal como cebadoras, se llevaron a cabo experimentos de iniciación en las mismas 
condiciones que los descritos en el apartado 3.1. (Figura 34) pero en presencia de la proteína p6. Como 
puede observarse en la Figura 38 y en la Tabla I, en presencia de p6 todas las TPs mutantes presentan 
niveles de iniciación similares a los de la TP wild-type.
 Dado que la unión del mutante de deleción TP ΔNt a la DNA polimerasa es menos eficiente 
que la de la TP wild-type pero presenta niveles de iniciación similares a ésta en presencia de la proteína 
p6, analizamos la capacidad de esta TP mutante de competir con la TP wild-type por la unión a la DNA 
polimerasa en presencia de p6. Para ello se llevaron a cabo experimentos de interferencia utilizando TP-
DNA como molde, tanto en ausencia como en presencia de la proteína p6. La Figura 39 muestra que 
en ausencia de la proteína p6 el mutante TP ΔNt sólo interfiere ligeramente con la TP wild-type por la 
unión a la DNA polimerasa. Por el contrario, en presencia de la proteína p6, el patrón de competición de 
























Figura 38. Formación del complejo TP-dAMP in vitro en presencia de TP-DNA, utilizando la TP wt 
o las TPs mutantes como iniciadores en presencia de la proteína p6. El ensayo se realizó en las mismas 
condiciones que las descritas en el ensayo de formación del complejo TP-dAMP en presencia de TP-DNA, pero 
añadiendo 35 μM de proteína p6. La flecha negra indica la posición del complejo TP-dAMP y la flecha blanca 
la posición del complejo TP ΔNt-dAMP. La figura es representativa de tres experimentos independientes.
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indicando que en estas condiciones la unión de la TP mutante ΔNt a la DNA polimerasa alcanza niveles 
similares a los de la TP wild-type. 
 Se ha descrito que la proteína p6 requiere un posicionamiento específico con respecto a los 
extremos del DNA viral para activar la reacción de iniciación (Serrano et al., 1990). Por ello, se ha 
sugerido que la proteína p6 podría inducir un cambio conformacional en el DNA, que sería reconocido 
por la TP y/o la DNA polimerasa (Serrano et al., 1994), y/o podría interaccionar con alguna de estas 
proteínas en los orígenes de replicación (Serrano et al., 1994). Asimismo, el análisis de la capacidad 
de activación de la iniciación por parte de la p6 de los fagos ϕ29, Nf y GA1 mostró que para que se 
dé una activación óptima es necesaria la formación del complejo nucleoproteico homólogo en los 
orígenes de replicación, es decir, que la p6 y el TP-DNA sean del mismo fago, y además que este 
complejo sea reconocido por el heterodímero homólogo (Freire et al., 1996). Así, para analizar una 
posible interacción de la proteína p6 con la TP y/o la DNA polimerasa, se llevaron a cabo experimentos 
de ultracentrifugación en gradiente de glicerol (Figura 40A). Ninguna de las dos proteínas formó un 
complejo estable con la p6 en las condiciones analizadas (en presencia de 90 o 180 mM NaCl). Por 
otra parte, para analizar si para que la interacción tuviera lugar era necesaria la formación del 
heterodímero TP/DNA polimerasa, se llevó a cabo el mismo experimento pero incubando las tres 
proteínas simultáneamente. La Figura 40B muestra que, en estas condiciones, la DNA polimerasa y la 
TP cosedimentan en las mismas fracciones, mientras que la p6 sedimenta de manera independiente en 
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Figura 39. Ensayo de competición entre la TP wt y la TP ΔNt por la unión a la DNA polimerasa, en 
ausencia o en presencia de la proteína p6. El ensayo se realizó como se ha descrito para la formación del 
complejo TP-dAMP en presencia de TP-DNA, pero añadiendo cantidades crecientes de TP ΔNt a una cantidad 
fija de TP wt. El ensayo se realizó tanto en ausencia como en presencia de 35 μM de proteína p6. En la 
gráfica se representan los valores de formación del complejo TP-dAMP relativos a los valores en ausencia de 
competición (100%). La TP mutante S232C se llevó como control interno del ensayo tanto en ausencia como 
en presencia de 35 μM de proteína p6. Los complejos TP-dAMP formados se cuantificaron por densitometría. 
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Figura 40. Ensayo de interacción de la proteína p6 con la TP y/o la DNA polimerasa mediante 
ultracentrifugación en gradiente de glicerol. (A) El ensayo se llevó a cabo preincubando 713 nM de p6 
con 713 nM de TP o 713 nM de DNA polimerasa durante 30 min a 4 ºC. La muestra se cargó en la parte 
superior de un gradiente continuo de glicerol del 15 al 30% (4 mL) en presencia de 180 mM NaCl, o 90 
mM NaCl cuando se indica. Los gradientes se centrifugaron y procesaron como se describe en Materiales 
y Métodos. (B) El ensayo se llevó a cabo preincubando 713 nM de p6 con 713 nM de TP y 713 nM DNA 
polimerasa durante 30 min a 4 º C y las muestras se procesaron como se describe en (A). En las gráficas 
se representa la cuantificación densitométrica, expresada en unidades arbitrarias, de la DNA polimerasa 
(círculos negros), la TP wt (cuadrados blancos) y la p6 (triángulos negros). Las fracciones están numeradas 
desde la parte inferior a la parte superior del gradiente. La flecha indica el pico de masa de la BSA. 
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3.4. La utilización de las TPs mutantes K27A y K25A/K27A como cebadores aumenta 
la Km de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador. En presencia de la proteína p6, la Km 
de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador es similar utilizando tanto la TP wild-type 
como las TPs mutantes como cebadores 
 Como se ha mostrado anteriormente, las TPs mutantes en el dominio N-terminal K27A y K25A/
K27A afectadas en la reacción de iniciación utilizando TP-DNA como molde presentan eficiencias de 
iniciación wild-type en presencia de la proteína p6. Puesto que la proteína p6 disminuye la Km de la 
DNA polimerasa por el nucleótido iniciador (Blanco et al., 1986), determinamos si la utilización de 
estas TPs mutantes como cebadores afectaba la afinidad de la DNA polimerasa por dATP. Para ello, 
determinamos la Km por dATP de la DNA polimerasa en la reacción de iniciación utilizando TP-DNA 
como molde y cada una de estas TPs como cebadores, tanto en ausencia como en presencia de p6 (ver 
Materiales y Métodos). Como se muestra en la Tabla II, la Km de la DNA polimerasa en presencia de la 
TP wild-type es de 43,5 μM. De manera similar, utilizando la TP mutante K25A como cebador, la Km de 
la DNA polimerasa por dATP es 33,4 μM. Sin embargo, la Km de la DNA polimerasa en presencia de las 
TPs mutantes K27A y K25A/K27A, es de aproximadamente 8 y 12 veces mayor, respectivamente, que 
en presencia de la TP wild-type. En presencia de la proteína p6, la Km de la DNA polimerasa utilizando 
la TP wild-type o la TP K25A como cebadores disminuyó alrededor de 9 y 8 veces, respectivamente, 
con respecto a la Km en ausencia de proteína p6. En el caso de las TPs mutantes K27A y K25A/
K27A en presencia de p6, la Km de la DNA polimerasa disminuyó aproximadamente 130 y 190 veces, 
respectivamente, obteniéndose unos valores de Km incluso menores a los obtenidos con la TP wild-type.
Kma (µM)
TP - p6 + p6 
 TP wt 43,5  ± 5,5 4,6 ± 1,5 
K25A 33,4  ± 4 4,4 ± 0,7 
K27A 354,4  ± 75 2,7 ± 1,4 
K25A/K27A 512,3  ± 40 2,7 ± 0,1 
Tabla II. Afinidad de la DNA polimerasa por dATP en ausencia o en presencia de la proteína p6.
aKm de la DNA polimerasa por dATP (media y desviación estándar) en reacciones de iniciación 
en presencia de TP-DNA utilizando la TP indicada como iniciador, en ausencia o en presencia 
de la proteína p6. Los valores se obtuvieron a partir de cuatro experimentos independientes.
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3.5. Los mutantes de la TP de ϕ29 afectados en unión a DNA están afectados en la 
etapa de transición de la iniciación con proteína terminal a la elongación con DNA 
 Tras la reacción de iniciación, la DNA polimerasa incorpora cuatro nucleótidos adicionales 
mientras permanece asociada a la TP, experimenta algunos cambios conformacionales durante la 
incorporación de los nucleótidos 6 a 9 y se disocia finalmente de la TP cuando el décimo nucleótido 
es insertado (Méndez et al., 1997; Kamtekar et al., 2006). Entonces, la DNA polimerasa continúa con 
la elongación del DNA de manera procesiva, acoplada a desplazamiento de banda, hasta la completa 
duplicación del DNA molde (Blanco et al., 1989). La etapa comprendida entre la iniciación cebada con 
TP y la disociación de la DNA polimerasa para continuar con la elongación se conoce como transición. 
Para analizar los productos de reacción generados durante esta etapa, se realizaron ensayos de transición 
en presencia de tres de los cuatro dNTPs (en ausencia de dCTP) y se analizaron los productos generados 
en geles de poliacrilamida de alta resolución (ver Materiales y Métodos). Para detectar los productos 
abortivos generados, se utilizó la DNA polimerasa mutante N62D, que tiene muy reducida la actividad 
exonucleolítica 3´-5´, pero que mantiene la capacidad de desplazamiento de banda (de Vega et al., 
1996). La Figura 41A muestra que cuando la DNA polimerasa utiliza la TP wild-type como cebador, 
se generan los productos de iniciación TP-(dAMP)1-2, y los productos TP(dNMP)8-11 que resultan de la 
elongación truncada iniciada desde ambos orígenes de replicación. Además, se generan los productos 
TP(dNMP)4-6, que probablemente corresponden a productos abortivos generados durante la transición 
entre la iniciación y la elongación, y el producto TP(dNMP)14, este último resultado, probablemente, 
de una incorporación errónea en la posición +12, iniciada desde el origen de replicación derecho y 
posteriormente elongada, como se había descrito anteriormente que ocurría utilizando la polimerasa 
mutante N62D (Dufour et al., 2003). La TP mutante K25A presenta un patrón de bandas similar al 
de la TP wild-type, generando los mismos productos en cantidad similar a ésta. En el caso de la TP 
mutante R19A, el patrón es similar, pero hay una menor generación de cada uno de los productos, como 
se puede observar por la menor intensidad de las bandas. El mutante K32A/K33A/K34A presenta una 
menor eficiencia de iniciación, por lo que sólo se observan los productos TP-(dAMP)1-2 y una banda 
muy débil en la posición +8. Por otro lado, en presencia de las TPs mutantes K27A, K25A/K27A y 
ΔNt se incorpora sólo el primer dAMP, siendo la generación de este producto mucho menor en el 
caso del mutante de deleción ΔNt. Sin embargo, en presencia de la proteína p6 el patrón y la cantidad 
de los productos de transición generados es similar entre las TPs mutantes y la TP wild-type (Figura 
41B). Cabe destacar que en presencia de p6 la banda más intensa corresponde al producto TP-dAMP2 
utilizando cualquiera de las TPs como cebadores, lo que indicaría que la proteína p6 está facilitando la 
incorporación del segundo nucleótido, bien mediante el favoracimiento del sliding-back o bien mediante 












































































































Figura 41. Análisis de los productos de transición generados durante la replicación del 
TP-DNA de ϕ29, en ausencia o en presencia de la proteína p6. (A y B) El ensayo se realizó 
utilizando 12 nM de TP wt o TP mutante, 12 nM de la DNA polimerasa mutante N62D (de Vega 
et al., 1996), 1,6 nM de TP-DNA como molde y 10 mM MgCl2 en presencia de 5 μM dATP, dTTP 
y dGTP. Las muestras se incubaron a 30 ºC durante 5 min en ausencia (A) o en presencia (B) de 
35 μM de proteína p6. Las muestras se procesaron como se indica en Materiales y Métodos y se 
analizaron en geles de poliacrilamida al 12% de alta resolución. En la figura se indica la posición 
de los productos TP-dAMP, TP-(dAMP)2, TP-(dNMP)4, TP-(dNMP)6, TP-(dNMP)8, TP-(dNMP)11 
y TP-(dNMP)14. La figura es representativa de tres experimentos independientes. En la parte 
superior de la figura se muestra una representación esquemática de los dos orígenes de replicación 
del TP-DNA de ϕ29, donde se indican con número los últimos productos que se esperarían a partir 
de reacciones de iniciación en ambos orígenes de replicación en las condiciones ensayadas.
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3.6. Replicación del TP-DNA de ϕ29 in vitro utilizando las TPs mutantes en el dominio 
N-terminal como cebadores
 La replicación del TP-DNA de ϕ29 implica la iniciación cebada con TP en ambos orígenes 
de replicación y la elongación posterior por la DNA polimerasa, sin la necesidad de otras proteínas 
adicionales debido a la alta procesividad de esta enzima y a su capacidad de desplazamiento de banda 
(Blanco et al., 1989). Así, se ha desarrollado un sistema mínimo de replicación del TP-DNA de 
ϕ29 in vitro en el que las únicas proteínas necesarias para llevar a cabo la duplicación completa del 
genoma viral son la TP y la DNA polimerasa (Blanco et al., 1989). En estas condiciones, analizamos la 
eficiencia de las TPs mutantes para llevar a cabo la replicación del TP-DNA de ϕ29. En concordancia 
con los resultados obtenidos en los ensayos de iniciación y de transición, cuando la TP K25A es usada 
como cebador, la eficiencia de la replicación es similar a la de la TP wild-type (Figura 42 y Tabla I). 
Utilizando la TP R19A como cebador, la eficiencia de replicación relativa a la de la TP wild-type es del 
44%. Cuando se utiliza la TP mutante K32A/K33A/K34A la replicación está bastante afectada, siendo la 
eficiencia con respecto a la TP wild-type del 16%. En el caso de las TPs mutantes K27A, K25A/K27A y 
ΔNt, la eficienca de la replicación disminuye drásticamente, siendo del 3, 3 y 1%, respectivamente.  
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Figura 42. Replicación del TP-DNA de ϕ29 in vitro, en ausencia o en presencia de la proteína p6. El 
ensayo se realizó utilizando 12 nM de TP wt o TP mutante, 12 nM de DNA polimerasa, 1,6 nM de TP-
DNA como molde, 20 μM dNTPs y 10 mM MgCl2, en ausencia o en presencia de 35 μM p6. Las muestras 
se incubaron a 30 ºC durante los tiempos indicados y se procesaron y analizaron como se describe en 
Materiales y Métodos. En la figura se indica la posición correspondiente al tamaño completo del DNA de 
ϕ29. La figura es representativa de tres experimentos independientes.
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 Por tanto, excepto en el caso del mutante K25A, el resto de las TPs mutantes están afectadas 
en la etapa de replicación en mayor grado que en etapas anteriores. Esto podría ser debido a efectos 
acumulativos derivados de unas etapas de iniciación y transición deficientes. Asimismo, al igual que 
ocurría en las etapas anteriores, en presencia de la proteína p6 la eficiencia de replicación utilizando las 
TPs mutantes como cebadoras alcanza niveles similares a los de la TP wild-type (Figura 42 y Tabla 
I). En el caso del mutante de deleción ΔNt en presencia de la proteína p6 presenta una eficiencia de 
replicación del 60% con respecto a la TP wild-type.
3.7. El dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es necesario para la amplificación del TP-
DNA viral in vitro
 Una vez completada una ronda de duplicación del DNA viral, la polimerasa se disocia de 
los extremos del genoma para comenzar otra ronda de replicación. Cantidades muy reducidas de TP-
DNA de partida (0,5 ng) pueden ser amplificadas hasta 1000 veces en presencia de dos proteínas 
adicionales, la proteína de unión a DNA de banda simple p5 y la proteína p6 (Blanco et al., 1994). En 
estas condiciones, analizamos la eficiencia de amplificación utilizando las TPs mutantes en el dominio 
N-terminal como cebadores. Como puede observarse en la Figura 43A, a los 60 min post-incubación, 
tiempo en el que la reacción con la TP wild-type alcanza la saturación, las TPs mutantes R19A, K25A 
y K32A/K33A/K34A presentan eficiencias de amplificación similares a las de la TP wild-type. Por el 
contrario, las TPs mutantes K27A y K25A/K27A presentan valores de amplificación del 12% y 13% 
de la TP wild-type, respectivamente, a los 60 min post-incubación (Tabla I). El mutante ΔNt es el más 
afectado, presentando valores del 3% con respecto a la TP wild-type. Por otro lado, en la Figura 43B se 
muestra la cinética de síntesis de DNA (en ng) y el factor de amplificación (FA) a los distintos tiempos 
de incubación con cada TP. El FA se define como el ratio entre los ng de DNA presentes al final de la 
reacción, esto es, el DNA inicial más el DNA sintetizado, y los ng de DNA inicial. Utilizando la TP 
wild-type como cebador, el FA alcanzado a los 60 min de incubación es de 137, similar al obtenido 
utilizando las TPs R19A y K32A/K33A/K34A (149 y 140, respectivamente). En el caso de la TP K25A 
se obtiene un FA ligeramente superior al de la TP wild-type, de alrededor de 165. Por el contrario, el 
FA alcanzado utilizando las TPs mutantes K27A y K25A/K27A es de 18 y 19, respectivamente. Cabe 
destacar que a tiempos mayores de incubación (120 min) en presencia de estas TPs mutantes se continúa 
sintetizando DNA, alcanzándose factores de amplificación de 62 y 66, respectivamente. Por el contrario, 
las reacciones de amplificación con el mutante de deleción TP ΔNt, alcanzan un FA máximo de 5 a los 
60 min, valor que no se incrementa con el tiempo de incubación.
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 Durante la amplificación, la TP actúa en primer lugar como cebador de la reacción de iniciación, 
tras la cual queda covalentemente unida a los extremos 5´ del DNA viral. Así, en la siguiente ronda 
de replicación esta TP actuará como TP parental. Los resultados obtenidos en las reacciones de 
amplificación utilizando la TP mutante ΔNt como iniciadora (Figura 43 y Tabla I) sugieren que sólo 
se produce una ronda de replicación, impidiendo la incorporación adicional de dNMPs en el caso de 
los orígenes que contienen la TP ΔNt como parental, debido probablemente a un bloqueo del origen 
de replicación cuando esta TP mutante actúa como TP parental y como TP iniciadora simultáneamente. 
Así, si este fuera el caso, la adición de heterodímero DNA polimerasa/TP wild-type a estas reacciones 
debería dar lugar a un “desbloqueo” del origen de replicación, produciéndose incorporación adicional de 
dNMPs. Para analizar esta hipótesis, se llevaron a cabo reacciones de amplificación utilizando la TP ΔNt 
hasta los 90 min post-incubación, tras los cuales se dividió la muestra inicial en tres muestras diferentes: 
a una de ellas se añadió heterodímero wild-type (TP wild-type/DNA polimerasa), a otra se añadió 
heterodímero mutante (TP ΔNt/DNA polimerasa) y a otra se añadió tampón de dilución de las proteínas, 
y se continuó con la incubación de las tres muestras durante 150 min adicionales. La Figura 44 muestra 
que sólo se produce síntesis adicional de DNA en el caso de la adición del heterodímero wild-type. Esto 



























  TP 30 60 90 120
TP wt 44 137 143 144
R19A 72 149 146 148
K25A 50 165 171 157
K27A 7 18 46 62
K25A/K27A 7 19 48 66
K32A/K33A/K34A 75 140 145 144
∆Nt 3 5 4 5




















0 30 60 90 120







Figura 43. Amplificación del TP-DNA de ϕ29 in vitro. El ensayo se realizó utilizando 6 nM de TP wt o 
mutante, 6 nM de DNA polimerasa, 16 pM de TP-DNA como molde, 35 μM p6, 30 μM p5 y 10 mM MgCl2 
en presencia de 80 μM dNTPs. (A) Reacciones de amplificación a los 60 min de incubación a 30 ºC utilizando 
la TP wt o el mutante indicado como iniciador. Se indica la posición correspondiente al tamaño completo 
del DNA de ϕ29. (B) La gráfica muestra la cinética del DNA sintetizado (en ng) a los distintos tiempos de 
incubación indicados. Los datos presentan los valores medios y la desviación estándar, obtenidos a partir de 
tres experimentos independientes. En la tabla los números muestran el FA calculado como la relación entre la 
cantidad de DNA (en ng) al final de la reacción (DNA inicial + DNA sintetizado) y el DNA inicial. 
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como TP iniciadora, y que la presencia de la TP mutante ΔNt tanto como TP iniciadora como TP parental 
inactiva los orígenes de replicación. Este bloqueo de los orígenes de replicación podría ser debido a una 
interacción deficiente entre la TP iniciadora y la TP parental. Por tanto, estos resultados indican que el 
dominio N-terminal es importante para una amplificación eficiente del TP-DNA de ϕ29 in vitro. Por otro 
lado, puesto que las reacciones de amplificación son menos eficientes utilizando los mutantes K27A y 
K25A/K27A, estas TPs podrían estar moderadamente afectadas en su función como TP parentales.
Tiempo de incubación (min)
TP 30 60 90 120 150 180 210 240
TP wt 15 52 83 79 77 77 77 78
TP ∆Nt 2 3 3 3 3 3 3 3
TP ∆Nt + TP wt/DNA pol 10 29 50 59 63
TP ∆Nt + TP ∆Nt/DNA pol 4 3 4 4 3
+ TP wt/DNA pol + TP ∆Nt/DNA pol
DNA Φ29
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Figura 44. Amplificación del TP-DNA de ϕ29 recebando con heterodímero wild-type o heterodímero 
mutante a los 90 min de incubación. El ensayo se realizó utilizando 6 nM de TP wt o TP ΔNt, 6 nM 
de DNA polimerasa, 16 pM de TP-DNA, 35 μM de p6, 30 μM de p5, 80 μM dNTPs y 10 mM MgCl2. 
Las muestras se incubaron a 30 ºC durante los tiempos indicados y se procesaron y analizaron como se 
describe en Materiales y Métodos. El panel superior muestra las reacciones de amplificación utilizando la 
TP mutante ΔNt a los tiempos indicados de incubación y las reacciones de amplificación tras la adición a los 
90 min de incubación de heterodímero wild-type (TP wt/DNA pol) o heterodímero mutante (TP ΔNt/DNA 
pol). Se indica la posición correspondiente al tamaño completo del DNA de ϕ29. La figura es representativa 
de tres experimentos independientes. El gráfico de barras muestra la cinética de síntesis de DNA (en ng) 
para las condiciones mencionadas anteriormente a los tiempos de incubación indicados. Como control, 
se muestran las reacciones de amplificación utilizando la TP wt. Los datos se presentan como los valores 
medios y la desviación estándar, obtenidos a partir de tres experimentos independientes. La tabla muestra 





1. Papel del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la replicación del DNA viral in vivo
 A diferencia de los organismos vivos, los virus son metabólicamente inertes fuera de la célula, 
dependiendo del ambiente de una célula hospedadora para poder llevar a cabo su replicación. Por 
este motivo, los virus hacen uso de estructuras y componentes celulares que permitan una replicación 
eficiente de su material genético y el posterior ensamblaje de éste en partículas virales infectivas. 
Actualmente, el conocimiento que se tiene sobre el desarrollo del ciclo infectivo de bacteriófagos dentro 
de la bacteria es muy limitado. 
 En la presente Tesis hemos profundizado en el estudio de la replicación del bacteriófago ϕ29 
in vivo mediante la localización de proteínas de la maquinaria replicativa viral en la bacteria infectada. 
Los resultados obtenidos nos han permitido dilucidar la organización de la replicación de ϕ29 durante 
el ciclo infectivo. De esta manera, hemos determinado que tanto la TP fusionada a YFP (equivalente 
a la TP iniciadora) como la TP parental localizan en el nucleoide bacteriano. La localización de la TP 
depende de la distribución dinámica que exhiba el nucleoide bacteriano en cada etapa del ciclo celular. 
Por otra parte, la localización de la TP determina la localización subcelular de la DNA polimerasa 
viral, probablemente mediante la interacción directa entre ambas proteínas. De esta manera, la DNA 
polimerasa colocaliza con la TP en el nucleoide bacteriano a lo largo de todo el ciclo infectivo. Es de 
destacar que, en células infectadas, ambas proteínas siguen un patrón de distribución helicoidal en etapas 
tardías del ciclo celular. Como se ha mostrado, el patrón helicoidal de la TP depende de la presencia 
de la proteína del citoesqueleto de actina bacteriano MreB. Estos datos concuerdan con resultados 
anteriores sobre la pérdida del patrón helicoidal de localización de la DNA polimerasa viral y de la 
proteína p16.7 durante la infección de estirpes delecionadas en cualquiera de los 3 genes parálogos de 
MreB: mreB, mbl y mreBH (Muñoz-Espín et al., 2009). Además, se determinó que la proteína p16.7 
interacciona de manera directa con MreB (Muñoz-Espín et al., 2009). Aunque la TP de ϕ29 sigue la 
dinámica de distribución del nucleoide bacteriano, la localización de la TP y la DNA polimerasa viral 
formando estructuras tipo helicoidal ocurre sólo en células que están infectadas. Por tanto, basándonos 
en estos resultados y los datos anteriormente citados, proponemos que la distribución de la TP siguiendo 
un patrón helicoidal sería llevada a cabo mediante su interacción con la proteína p16.7 o mediante la 
interacción de p16.7 con las bandas de ssDNA del genoma viral (Serna-Rico et al., 2002; 2003), y que 
la localización de la DNA polimerasa dependería a su vez de la localización de la TP, mediada por una 
interacción entre ambas proteínas. De acuerdo con esto, la DNA polimerasa viral no presenta un patrón 
de distribución helicoidal en células que son infectadas con el fago sus3(91) (Muñoz-Espín, 2006).
 La TP de ϕ29 localiza en el nucleoide de B. subtilis en ausencia de otros componentes virales, 
presentando además esta localización subcelular cuando es expresada en la bacteria no hospedadora E. 
coli. Mediante la expresión de manera independiente de cada uno de los 3 dominios que constituyen 
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la TP fusionados a YFP, hemos determinado que la localización de la TP en el nucleoide bacteriano 
depende de su dominio N-terminal. Por otro lado, los ensayos de retraso en gel muestran que este 
dominio tiene capacidad de unión a DNA de manera inespecífica de secuencia, como se había 
propuesto en trabajos anteriores (Zaballos and Salas, 1989). Por tanto, en base a estos resultados, 
planteamos que la localización de la TP en el nucleoide bacteriano podría estar ocurriendo a través de 
su unión inespecífica al DNA genómico de la bacteria. Para analizar esta hipótesis y determinar los 
residuos específicos que están involucrados en la unión a DNA y probablemente en la localización 
en el nucleoide bacteriano, cambiamos todos los residuos básicos del dominio N-terminal de la TP a 
alanina y analizamos, en primer lugar, la capacidad de estas proteínas fusionadas a YFP de localizar 
en el nucleoide bacteriano. Los resultados obtenidos muestran que el residuo Lys27 es crucial para la 
localización de la TP en el nucleoide bacteriano, siendo el único residuo básico del dominio N-terminal 
que mutado de forma independiente afecta a esta localización. Además, el cambio doble de los residuos 
Lys25 y Lys27 afecta en mayor grado la localización de la TP en el nucleoide bacteriano que el cambio 
del residuo Lys27 por alanina. Sin embargo, el cambio del residuo Lys25 de la TP a alanina no tiene 
ningún efecto observable en cuanto a la localización de la proteína en el nucleoide, presentando un 
fenotipo de localización wild-type. Podría ocurrir que, al ser dos residuos muy próximos, el cambio 
doble de los residuos Lys25 y Lys27 a alanina provoque una distorsión local de la α-hélice, lo que 
explicaría que el defecto de localización observado en el doble mutante K25A/K27A sea mayor que en 
el caso del mutante K27A.
 Para determinar el mínimo fragmento peptídico de la TP capaz de localizar en el nucleoide 
bacteriano, se construyeron proteínas de deleción de los 10, 15 ó 20 primeros aminoácidos de la TP 
completa así como fragmentos del dominio N-terminal de diferente longitud fusionados a YFP. La 
localización subcelular de estas proteínas mostró que los 15 primeros aminoácidos del dominio 
N-terminal son dispensables en la TP completa para localizar en el nucleoide bacteriano, pero no así 
los 20 primeros residuos, ya que la TP ΔN20 presenta un patrón de localización homogéneo por toda 
la célula. Así, mientras que la TP ΔN15 se une a DNA in vitro de manera similar a la TP wild-type, la 
TP ΔN20 está muy afectada en su unión a DNA, fenotipos que serían consistentes con la localización 
en el nucleoide de la primera proteína y la localización por toda la célula de la segunda. Por otra parte, 
el fragmento mínimo ensayado que presenta una localización en el nucleoide bacteriano corresponde 
a los residuos 1 a 70. Estos resultados, junto con la mejor localización en el nucleoide de la proteína 
que contiene los dominios Nt+I que el dominio Nt solo, sugieren que la conformación de la proteína 
completa confiere más estabilidad para la localización en el nucleoide bacteriano. De acuerdo con 
esto, como se ha mostrado en los ensayos de retraso en gel con las diferentes proteínas de deleción 
conteniendo los diferentes dominios de la TP, aunque el dominio N-terminal es suficiente y se requiere 
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para la interacción con el DNA in vitro, la proteína que contiene tanto el dominio Nt como el I (Nt+I) se 
une de manera más eficiente a DNA. 
 Mediante programas de predicción de estructura secundaria y experimentos de dicroísmo 
circular hemos obtenido un mayor conocimiento sobre las características estructurales del dominio 
N-terminal de la TP de ϕ29. Así, hemos determinado que este dominio contiene aproximadamente 
un 60% de estructura en α-hélice y que estaría compuesto por dos α-hélices conectadas por un loop 
desordenado. Estas predicciones sugieren que la primera hélice del dominio N-terminal podría ver 
afectada su estructura en ausencia de los primeros 20 aminoácidos de la TP, lo que explicaría que la 
localización de la proteína ΔN20 no tenga lugar en el nucleoide bacteriano.
 Por otra parte, mediante experimentos de X-ChiP hemos obtenido la primera evidencia directa 
de que la TP de ϕ29 se une al DNA bacteriano in vivo. Además, los resultados obtenidos indican 
que existe cierta correlación entre la unión de la TP a DNA in vivo y la localización en el nucleoide 
bacteriano. Así, los mutantes puntuales que se unen peor al DNA in vivo son aquellos que tienen 
afectada su localización o que no localizan en el nucleoide bacteriano, respectivamente, esto es, 
las TPs mutantes K27A y K25A/K27A. Sin embargo, en el caso de las TPs mutantes R19A y K32A/
K33A/K34A, aunque localizan en el nucleoide bacteriano, presentan una capacidad de unión a DNA 
in vivo bastante reducida con respecto a la TP wild-type. Por otro lado, hay que mencionar que la TP 
mutante que se une a DNA in vivo de manera más similar a la TP wild-type (K25A), lo hace de manera 
claramente menos eficiente que ésta. Estas TPs mutantes podrían tener una velocidad de disociación 
mayor que la TP wild-type, lo que se traduciría en un entrecruzamiento con el DNA menos eficiente. 
Adicionalmente, la estructura del nucleoide puede restringir la difusión de estas TPs mutantes que se 
asocian al DNA bacteriano, si bien lo hacen de manera menos eficiente que la TP wild-type. Por tanto, 
estos resultados sugieren que para que se dé una localización subcelular claramente por toda la célula, 
la unión a DNA tiene que estar muy afectada, no detectándose probablemente cambios más sutiles en 
la localización subcelular debidos a una unión a DNA defectiva mediante la técnica de microscopía de 
fluorescencia utilizada.
 La cuantificación absoluta de las copias de DNA inmunoprecipitadas correspondientes a cada 
una de las cuatro regiones del genoma de B. subtilis analizadas sugiere que la unión de la TP a DNA 
in vivo tiene lugar de manera inespecífica de secuencia, ya que la TP se une de manera similar a estas 
regiones. Además, estos resultados indican que es probable que la TP se una a múltiples regiones del 
genoma de B. subtilis, independientemente de la posición que ocupen en él. No podemos descartar, 
sin embargo, que haya regiones del genoma bacteriano a las que la TP se una preferentemente y que 
no hayan sido detectadas en nuestro ensayo. Como se ha mostrado en el Capítulo 1, la TP producida 
como fusión a YFP se produce en cantidades suficientes como para complementar la infección con el 
fago mutante sus3(91). Sin embargo, los experimentos de X-ChiP, al ser llevados a cabo en ausencia de 
Discusión
106
infección, podrían estar sobrevalorando las uniones TP-nucleoide, ya que la TP no sería susceptible de 
unirse al DNA viral o a otras proteínas virales, como por ejemplo la DNA polimerasa, y por tanto podría 
haber un exceso de TP libre en nuestro ensayo con respecto a la infección. Sería interesante analizar si la 
expresión de la TP durante la infección afecta los procesos de transcripción o replicación del genoma de 
B. subtilis. 
 Como se ha mostrado mediante experimentos de doble híbrido en levadura, la TP de ϕ29 no 
interacciona con las proteínas asociadas al nucleoide de B. subtilis HBsu, Noc, SMC, y ScpA (Kohler 
and Marahiel 1997; Sievers et al., 2002.; Wu and Errington, 2004; Lindow et al., 2002b). Sin embargo, 
estas posibles interacciones podrían no haber sido detectadas en nuestros ensayos y no podemos 
descartar una interacción con otras proteínas de B. subtilis asociadas al nucleoide. En cualquier caso, 
puesto que la TP de ϕ29 también localiza en el nucleoide de la bacteria distantemente relacionada E. 
coli, es improbable que esta localización pudiera estar ocurriendo por una interacción específica con una 
proteína celular.
 En esta Tesis hemos mostrado que la asociación de la TP con el nucleoide bacteriano es 
importante para que tenga lugar una replicación eficiente del DNA viral in vivo. Así, la expresión de 
la TP mutante ΔNt, que no se asocia con el nucleoide bacteriano, no complementa la infección del 
fago mutante sus3(91). En línea con este resultado, la replicación del DNA viral en estirpes de B. 
subtilis que expresan las TPs mutantes deficientes en la localización en el nucleoide K27A y K25A/
K27A infectadas con el fago sus3(91) fue muy ineficiente. Promover la localización del genoma viral 
en el nucleoide bacteriano supondría un mecanismo de compartimentación de los componentes virales 
dentro de la célula, asegurando que el genoma del fago se encuentre en las localizaciones óptimas 
para que tenga lugar su transcripción. De esta manera, se garantizaría el acceso del TP-DNA a la RNA 
polimerasa bacteriana, que colocaliza con el nucleoide bacteriano (Lewis et al., 2000; Berlatzky et al., 
2008; Cabrera et al., 2009; Bratton et al., 2011; Bakshi et al., 2012; esta tesis). Además, la replicación 
del genoma viral probablemente ocurra en las inmediaciones del nucleoide bacteriano, ya que la TP 
parental se encuentra en esta localización en etapas tempranas de la infección. De acuerdo con esto, 
en experimentos donde se inhibe la DNA polimerasa viral con 6-(p-hidroxifenilazo)-uracilo y se utiliza 
el análogo de timidina BrdU para marcar el DNA de ϕ29 de nueva síntesis, se determinó que éste 
comienza a detectarse en el nucleoide bacteriano (Meijer et al., 2000). Además, los dNTPs y las enzimas 
encargadas de su síntesis se encuentran concentrados en el nucleoide (Mathews and Sinha, 1982; 
Molina and Skarstad, 2004; Sánchez-Romero et al., 2010). Por otra parte, la asociación del TP-DNA 
con el DNA bacteriano podría ayudar a estabilizar las interacciones que se producen en los orígenes de 
replicación para iniciar la replicación del DNA viral. 
 Estudios anteriores determinaron que el genoma del fago, aun siendo lineal, se encuentra 
topológicamente restringido in vivo. Además, se determinó que el uso de inhibidores de la DNA girasa 
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bacteriana como la novobiocina y el ácido nalidíxico afectan la eficiencia de la replicación del DNA 
viral (González-Huici et al., 2004b). Por tanto, el estado topológico del DNA viral sería un factor 
importante para la eficiencia de las transacciones que ocurren sobre éste, como son la transcripción y 
la replicación. Así, basándonos en los resultados de localización de la TP parental y de la TP fusionada 
a YFP en el nucleoide bacteriano, proponemos que el DNA viral se encontraría topológicamente 
restringido mediante su unión al nucleoide bacteriano a través de las TPs parentales. 
 Basándonos en los resultados obtenidos en esta Tesis y los datos de trabajos anteriores, 
proponemos la secuencia de eventos que tendrían lugar en la célula infectada para llevar a cabo una 
replicación eficiente del DNA viral (Figura 45). En primer lugar, para que ocurra la replicación del 
genoma viral, el fago requiere la expresión de los genes tempranos implicados en este proceso. Como 
se ha mencionado en la Introducción, la inyección del genoma viral ocurre en dos etapas diferenciadas: 
la etapa de push, en la que se produce la inyección desde el extremo derecho de aproximadamente el 
65% del TP-DNA de manera pasiva, mediante la liberación de la presión generada en la cápsida 
del fago durante el empaquetamiento, y la etapa de pull, que necesita la expresión de (al menos) las 
proteínas p16.7 y p17, codificadas por genes del extremo derecho del genoma, que ha sido internalizado 
(González-Huici et al., 2004a). Por ello, la transcripción del extremo derecho del genoma viral ocurriría 
probablemente cerca de la membrana de la célula, ya que parte del genoma viral aún no ha sido 
internalizado totalmente en el citoplasma. En B. subtilis la RNA polimerasa localiza principalmente en 
las regiones externas del nucleoide (Lewis et al., 2000) debido probablemente a una mayor accesibilidad 
de estas regiones para la maquinaria transcripcional. Por otra parte, puesto que la proteína p16.7 es una 
proteína de membrana, la transcripción del extremo derecho del genoma viral podría ocurrir mediante 
el proceso de transerción de p16.7, es decir, su transcripción y traducción acoplada a la inserción en la 
membrana. Una vez sintetizadas las proteínas del operón temprano derecho p16.7 y p17, se produciría 
la internalización del resto del genoma viral, proceso que dependería de la fuerza protón motriz de la 
membrana (González-Huici et al., 2006). Además, se sabe que el DNA tiene que estar superenrollado 
negativamente para que se produzca la segunda etapa de pull, estado que podría adquirir mediante la 
unión del TP-DNA a la membrana o al DNA bacteriano (Bravo et al., 1997; Serna-Rico et al., 2002; 
2003; esta Tesis). Una vez internalizado el genoma completo, se produciría la transcripción de los 
principales genes implicados en la replicación del DNA viral, situados en el extremo izquierdo del 
genoma del fago. Esta etapa de transcripción seguramente tenga lugar asociada al nucleoide bacteriano, 
ya que la TP parental colocaliza con el nucleoide bacteriano a 15 min post-infección. Esta asociación 
se produciría mediante la unión de la TP parental al DNA bacteriano de manera inespecífica mediante 
su dominio N-terminal. La presencia de la TP en el nucleoide bacteriano determinaría la localización 
de la DNA polimerasa viral en estas localizaciones, donde se produciría la replicación del DNA viral. 
A medida que progresa el ciclo celular y la bacteria va creciendo longitudinalmente, la replicación 
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Figura 45. Representación esquemática de las diferentes etapas de la infección del bacteriófago ϕ29. (I) El 
fago se adsorbe de manera irreversible a la pared bacteriana. (II) Se produce la inyección del ~65% del genoma 
viral (conocida como etapa de push), con una polaridad de derecha a izquierda. (III) Se transcribe el operón 
situado en el extremo derecho del genoma viral, que codifica las proteínas p16.7 y p17. El mantenimiento de 
la topología adecuada para la transcripción del genoma viral o para el proceso de pull de la parte restante del 
genoma viral se llevaría a cabo mediante la unión de la TP parental al nucleoide o a la membrana plasmática. 
(IV) Se produce la etapa de pull, mediada por las proteínas p16.7 y p17. (V) Una vez internalizado el genoma 
viral completo se produce la transcripción del operón situado en el extremo izquierdo del genoma viral, que 
codifica las principales proteínas implicadas en la replicación del genoma, como la TP y la DNA polimerasa. 
(VI) El TP-DNA (representado en naranja) localiza en el nucleoide, uniéndose al genoma bacteriano a través 
del dominio N-terminal de la TP. La TP determina la localización de la DNA polimerasa (círculos azules) en el 
nucleoide bacteriano, donde se produce la replicación del genoma viral. A medida que avanza el ciclo celular se 
produce una relocalización de la TP y la DNA polimerasa viral siguiendo un patrón helicoidal. Esta localización 
dependería de la proteína del citoesqueleto de actina bacteriano MreB, siguiendo la red de interacciones MreB 
(hélices verdes)-p16.7 (hélices violeta)-TP-DNA (hélices naranjas)-DNA polimerasa (hélices azules).
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del fago se distribuye de manera concurrente a la segregación del nucleoide bacteriano, siguiendo un 
patrón helicoidal que depende de la proteína viral p16.7 y del citoesqueleto bacteriano (Muñoz-Espín 
et al., 2009; esta Tesis). Finalmente, en etapas tardías del ciclo se produciría el empaquetamiento del 
DNA viral con una polaridad de izquierda a derecha (Bjornsti et al., 1983), probablemente en la región 
del nucleoide, de acuerdo con estudios previos en los que el análisis por microscopía electrónica de 
secciones finas de la bacteria infectada mostró que las partículas de fago maduras localizan en la región 
central de la célula (Hagen et al., 1976; Jiménez et al., 1977).
 La utilización de elementos del citoesqueleto ha sido descrita en otros sistemas procarióticos. 
Muchos fagos lisogénicos se replican a la manera de plásmidos de bajo número de copias de forma 
independiente del genoma bacteriano y codifican sistemas de segregación propios para asegurar 
su propagación de una manera eficaz. Por ejemplo, el fago P1 codifica una ATPasa de la familia 
conservada de proteínas citoesqueléticas ParA para su segregación. Estas proteínas utilizan un conjunto 
de residuos básicos para la unión inespecífica a DNA (Hester and Lutkenhaus, 2007; Castaing et al., 
2008; Soberón et al., 2011) y se ha propuesto que segregarían los plásmidos replicados mediante un 
mecanismo de diffusion/ratchet utilizando el nucleoide como matriz para el movimiento (revisado 
en Vecchiarelli et al., 2012). En el caso de proteínas ParA codificadas por plásmidos se ha visto 
que mutaciones que afectan la unión al DNA del nucleoide se traducen en defectos en el proceso de 
partición in vivo (Hester and Lutkenhaus, 2007; Castaing et al., 2008). Mientras que la mayoría de los 
fagos autoreplicativos dependen de miembros de la familia ParA para la segregación del DNA viral, 
estudios recientes han determinado que el fago de Clostridium botulinum C-st codifica un elemento 
citoesquelético de tubulina (perteneciente a la familia TubZ) que promovería la segregación del DNA 
viral durante la pseudo-lisogenia (Oliva et al., 2012). Además, en el caso del fago de Pseudomonas 
chlororaphis 201 ϕ2-1, éste codifica una proteína similar a tubulina (PhuZ) que posiciona el DNA viral 
en localizaciones celulares centrales, lo que se ha propuesto que permitiría una replicación eficiente 
del DNA viral así como el empaquetamiento de éste en las cápsidas (Kraemer et al., 2012; Erb et al., 
2014). El fago de Pseudomonas aeruginosa ϕKZ también codifica un homólogo de tubulina, aunque 
su función está siendo investigada (Aylett et al., 2013). Por otra parte, se ha descrito recientemente 
que la proteína MreB es importante para la replicación del fago de Geobacillus sp. GVE2 in vivo, e 
induce la distribución polar de los viriones durante la infección (Jin et al., 2014). Por tanto, la utilización 
de componentes del citoesqueleto, ya sea del hospedador o codificados por el propio virus, supondría 
una estrategia conservada para asegurar una replicación y segregación eficientes del DNA de estos 
replicones. Es importante mencionar que, tal y como se ha indicado en la Introducción, los componentes 
del citoesqueleto de actina en B. subtilis MreB, Mbl y MreBH fusionados a GFP no forman estructuras 
helicoidales continuas sino parches discretos en la periferia celular dando lugar a una configuración 
tipo hélice discontinua (Domínguez-Escobar et al., 2011; Garner et al., 2011). Utilizando técnicas de 
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fluorescencia de este tipo no descartamos que la localización de la maquinaria replicativa de ϕ29 siga 
también esta organización, ya que su distribución depende del citoesqueleto bacteriano y es probable que 
siga una disposición similar.
 De manera adicional, la TP de ϕ29 podría estar dirigiendo y asociando el genoma viral al 
nucleoide con el fin de aprovechar la dinámica del cromosoma bacteriano. La estrategia de mantener 
y segregar el genoma viral mediante el anclaje de éste al DNA celular es común entre diversos virus de 
células eucariotas como los papilomavirus, bornavirus y algunos gamma herpesvirus como el virus de 
Epstein-Barr. Estos virus codifican proteínas que se unen de manera específica a secuencias del DNA 
viral y anclan éste a los cromosomas mitóticos mediante la unión a proteínas asociadas a éstos (revisado 
en McBride, 2008, McBride et al., 2012 y Knipe et al., 2013; Matsumoto et al., 2012). Asimismo, la 
asociación del DNA viral a sitios de cromatina activa asegura que el genoma del virus se mantenga 
transcripcionalmente activo. 
 La localización y/o asociación de las TPs de fagos al nucleoide bacteriano podría ser una 
función altamente conservada entre estas proteínas, ya que, como se ha mostrado en esta Tesis, la TP 
del fago PRD1, que infecta E. coli, también localiza en el nucleoide bacteriano en ausencia de otros 
componentes virales. Además, tanto la TP de ϕ29 como la TP de PRD1 localizan en el nucleoide de 
bacterias que no son el hospedador natural del virus, como son E. coli y B. subtilis, respectivamente. 
Por otra parte, muchas de las secuencias de TPs de fagos como Nf, GA-1, Cp1, ϕCP24R, AV-1, asccϕ28, 
Bam35 y PRD1 contienen una alta proporción de residuos básicos, algunos de ellos agrupados en 
clusters, lo que sugiere que la capacidad de unión a DNA podría ser una función conservada en las 
TPs (Redrejo-Rodríguez et al., 2012). Asimismo, Redrejo-Rodríguez y colaboradores han mostrado 
que las TPs de los fagos de la familia de ϕ29 Nf y GA-1 localizan en el nucleoide de E. coli (Redrejo-
Rodríguez et al., 2013). Por otra parte, en este trabajo se determinó que, al igual que ocurre en B. 
subtilis, el dominio N-terminal de la TP de ϕ29 es suficiente para la localización en el nucleoide de E. 
coli (Redrejo-Rodríguez et al., 2013). Se ha descrito recientemente que la TP de ϕ29 contiene una NLS 
(nuclear localization signal, por sus siglas en inglés) funcional, dirigiendo la localización de la proteína 
al núcleo de células eucariotas. La mayoría de los dominios de unión a DNA y NLSs contienen una 
alta proporción de residuos básicos, y en muchos casos ambos dominios solapan en la secuencia de 
la proteína (LaCasse and Lefebvre, 1995; Cokol et al., 2000). Así, al igual que el dominio de unión a 
DNA, la NLS de la TP de ϕ29 se encuentra en el dominio N-terminal, comprendiendo los residuos 1 a 
37 (Redrejo-Rodríguez et al., 2012). En células eucarióticas, el fragmento N-terminal que contiene los 
residuos 1-37 es suficiente para localizar en el núcleo, mientras que en el caso de la localización en el 
nucleoide bacteriano es necesario el fragmento 1-70. Por tanto, la capacidad de unión a DNA parece 
tener unos requerimientos más estrictos (probablemente en términos de plegamiento de la proteína) que 
la capacidad de localización en el núcleo eucariótico, la cual es normalmente más dependiente de la 
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secuencia primaria de la proteína. Además, es importante destacar que tanto la mutación K27A como 
K25A/K27A, que como se ha mostrado en la presente tesis afectan tanto la capacidad de unión a DNA 
de la TP como la de localización en el nucleoide bacteriano, impiden la localización de esta proteína 
en el núcleo eucariótico (Redrejo-Rodríguez et al., 2012). En este sentido, se ha sugerido que algunas 
NLSs podrían haber evolucionado a partir de fragmentos de dominios de unión a DNA enriquecidos 
en residuos básicos para compartimentar proteínas en el núcleo eucariótico, un compartimento celular 
nuevo, que no existía en las células procarióticas precedentes (Cokol et al., 2000).
 Los adenovirus son una familia de virus eucarióticos que presentan una gran analogía con ϕ29, 
tanto en el proceso de replicación, que también ocurre mediante un mecanismo de replicación iniciada 
con proteína terminal, como en la organización de la replicación dentro de la célula. En adenovirus 
la replicación ocurre en el núcleo celular y se ha mostrado que la matriz nuclear actúa como una 
plataforma hacia la que son reclutadas diferentes proteínas virales (Bodnar et al., 1989; Bridge and 
Petterson, 1995; de Jong and van der Vliet, 1999). Así, se ha visto que la pTP (pre-TP) de adenovirus 
es necesaria para la asociación del DNA viral con la matriz nuclear, siendo este anclaje importante 
para que tenga lugar una transcripción eficiente del genoma viral (Schaack et al., 1990; Fredman and 
Engler, 1993). Por otra parte, la localización nuclear de la replicación de adenovirus depende en gran 
medida de la pTP, que contiene una NLS y facilita la importación al núcleo de la DNA polimerasa de 
adenovirus mediante la interacción con ésta (Zhao y Padmanabhan, 1988). Además, la pTP interacciona 
directamente con la enzima presente en la matriz nuclear CAD (carbamoil-fosfato sintetasa, aspartato 
transcarbamoilasa y dihidroorotasa), la cual es esencial para la síntesis de pirimidinas (Angeletti and 
Engler, 1998). Esta interacción con la enzima CAD podría proporcionar una alta concentración local de 
dNTPs, necesarios para la replicación eficiente del virus.
 En conclusión, tanto los virus que infectan eucariotas como los que infectan procariotas utilizan 
estructuras de su hospedador para llevar a cabo una compartimentación de procesos como la replicación, 
la transcripción y el empaquetamiento del DNA (Schaack et al., 1990; Novoa et al., 2005; Radtke et 
al., 2006; Muñoz-Espín et al., 2009; Netherton and Wileman, 2011). La estrategia de compartimentar 
ciertos procesos virales dentro de la célula hospedadora permite la concentración de componentes 
virales en un lugar específico, aumentando de esta manera la eficiencia del proceso. Por tanto, como se 
ha determinado en esta Tesis, las TPs, aparte de su función esencial como cebadoras de la replicación del 
DNA viral, constituyen una herramienta adicional para explotar los recursos de la célula hospedadora en 
beneficio del propio virus.
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2. Papel del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 en la replicación del DNA viral in 
vitro
 En todos los organismos, la replicación del DNA tiene lugar en tres etapas: iniciación en los 
orígenes de replicación, elongación o síntesis de DNA desde las horquillas de replicación y terminación. 
Cada uno de estos procesos tiene lugar de una manera altamente coordinada y precisa a través de 
múltiples interacciones proteína-proteína y proteína-DNA. El correcto cumplimiento de las primeras 
etapas de la replicación del DNA es crucial para la eficiencia de este proceso, siendo la iniciación la 
etapa que está sometida a más mecanismos de regulación (revisado en Mott and Berger, 2007 y 
Katayama et al., 2010). 
 En la presente Tesis se ha profundizado en el conocimiento de los primeros pasos de la 
replicación del TP-DNA de ϕ29 mediante la caracterización bioquímica de mutantes de la TP, proteína 
cebadora de la iniciación de la replicación del DNA viral. Así, hemos determinado que los mutantes 
de la TP en el dominio N-terminal que están más afectados en unión a DNA presentan defectos en la 
replicación del TP-DNA, concretamente en las etapas de iniciación y transición, y que la proteína p6 es 
crucial para contrarrestar estos defectos. De acuerdo con esto, los ensayos de transición muestran que 
utilizando las TPs mutantes más afectadas en unión a DNA, es decir, TP ΔNt, K27A y K25A/K27A, 
como cebadores de la iniciación, sólo se produce una pequeña cantidad del producto de iniciación 
TP-dAMP, y no se producen incorporaciones adicionales a no ser que la proteína p6 sea añadida en la 
reacción. Se ha descrito que la reacción de iniciación requiere una concentración de dATP menor que la 
incorporación del segundo nucleótido y de los nucleótidos subsiguientes (Blanco et al., 1986; Blanco 
et al., 1988). Por otra parte, estudios anteriores determinaron que tanto la reacción de iniciación como 
la transición son estimuladas por la proteína p6, la cual disminuye la Km de la DNA polimerasa por el 
nucleótido iniciador (Pastrana et al., 1985; Blanco et al., 1986; Blanco et al., 1988). Por tanto, estos 
datos sugerirían que la deficiencia en las reacciones de iniciación y transición por parte de los mutantes 
de la TP en el dominio N-terminal podría ser debida a una menor afinidad de la DNA polimerasa por 
el nucleótido cuando utiliza estas TPs como cebadores. De acuerdo con esto, la medida de la Km de la 
DNA polimerasa por dATP utilizando las TPs mutantes K27A y K25A/K27A como cebadores mostró 
que ésta está aumentada en aproximadamente 8 y 12 veces, respectivamente, con respecto a la Km de la 
DNA polimerasa cuando utiliza la TP wild-type como cebador. Es importante señalar que, en presencia 
de la proteína p6, la Km de la DNA polimerasa por dATP es más similar utilizando la TP wild-type o 
las TPs mutantes K27A y K25A/K27A como cebadores. De hecho, en presencia de estas TPs mutantes 
la Km de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador es 1,7 veces menor que utilizando la TP wild-
type como iniciadora, lo que podría ser debido a un posicionamiento del dATP más favorable en el 
centro activo de la DNA polimerasa cuando utiliza estas TPs mutantes como iniciadoras en presencia 
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de p6. Considerando estos datos, la pregunta que se plantea entonces es: ¿por qué la Km de la DNA 
polimerasa por dATP es mayor cuando utiliza las TPs mutantes K27A o K25A/K27A como cebadores 
en lugar de la TP wild-type? En base a los resultados obtenidos proponemos que la unión de la TP al TP-
DNA mediante su dominio N-terminal es importante para lograr un correcto posicionamiento del residuo 
iniciador (Ser232) en el centro activo de la DNA polimerasa. Así, una unión a DNA deficiente por parte 
de las TPs mutantes en el dominio N-terminal provocará un incorrecto posicionamiento del residuo 
iniciador y, por tanto, una iniciación menos eficiente. De acuerdo con esto, la eficiencia de iniciación 
de las TPs mutantes es más cercana a la eficiencia de la TP wild-type en ausencia de TP-DNA que en su 
presencia. Es interesante señalar que en la estructura cristalográfica del heterodímero DNA polimerasa/
TP el priming loop (residuos 227 a 233) se encuentra desordenado, probablemente debido a la ausencia 
de molde y/o del dNTP entrante (Kamtekar et al., 2006), que podrían estabilizar esta región de la TP.
 Como se ha mostrado a lo largo del Capítulo 3 de esta Tesis, la proteína p6 contrarresta los 
defectos presentados por las TPs mutantes en el dominio N-terminal en las diferentes etapas del 
proceso de replicación del TP-DNA de ϕ29. Así pues, ¿cuál es el proceso por el cual la p6 contrarresta 
los defectos de estas TPs mutantes, llegando a hacer incluso prescindible la presencia del dominio 
N-terminal? Una posibilidad es que la unión de la proteína p6 al DNA del origen de replicación, la 
cual se ha descrito que induce un cambio conformacional en este DNA (Prieto et al., 1988), favorezca 
el posicionamiento del priming loop de las TPs mutantes en el centro activo de la DNA polimerasa. 
Este posicionamiento favorecido podría ser debido a un mejor reconocimiento por parte de las TPs 
mutantes de este DNA con p6 unida, o a la separación de ambas cadenas del DNA inducida por p6, 
que haga que la unión de la TP al DNA para posicionarse correctamente sea prescindible. El hecho 
de que el mutante de deleción ΔNt pueda catalizar la reacción de iniciación de manera wild-type en 
presencia de la proteína p6 podría indicar que los efectos producidos por la unión a DNA de la TP y 
la proteína p6 son similares (Pérez-Arnaiz et al., 2007). De acuerdo con este planteamiento, Gella y 
colaboradores (Gella et al., 2014) han determinado que el dominio N-terminal de la TP es importante 
para la iniciación en un origen de replicación sintético (oligonucleótidos de 68-mer correspondientes al 
extremo derecho del genoma de ϕ29, sin TP parental) que tiene los 3 primeros pb desapareados, pero 
que es menos importante para la iniciación en un origen con 6 pb desapareados. Esto sugiere que el 
dominio N-terminal de la TP podría tener una actividad desestabilizante o de apertura de la doble hélice. 
De acuerdo con esto, la replicación del TP-DNA in vitro puede ocurrir en ausencia de la proteína p6 
(Blanco et al., 1989), lo que indica que alguna de las proteínas del heterodímero DNA polimerasa/TP 
podrían llevar a cabo el unwinding inicial. Además, se determinó que la estimulación producida por la 
adición de p6 en estos orígenes desapareados es menor que en los orígenes sin desaparear, indicando que 
uno de los efectos que p6 genera sobre el DNA es la apertura de la doble hélice, si bien sigue existiendo 
cierto nivel de estimulación por parte de p6 en los orígenes desapareados (Gella et al., 2014), lo que 
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sugiere un mecanismo de estimulación adicional, como podría ser el reclutamiento del heterodímero 
hacia los orígenes de replicación. Así, otra posibilidad adicional pero no excluyente que explicaría la 
estimulación de la reacción de iniciación por parte de la proteína p6 cuando se utilizan mutantes de la 
TP en el dominio N-terminal como cebadores podría ser que la proteína p6 interaccionase con la DNA 
polimerasa, induciendo un cambio conformacional en su sitio activo que lo haga menos restrictivo en 
cuanto al posicionamiento de sus sustratos. En base a estudios bioquímicos, varios trabajos previos 
sugieren una interacción p6-DNA polimerasa (Pérez-Arnaiz et al., 2007; Truniger et al., 1998). En la 
presente Tesis no se pudo detectar una interacción estable entre estas proteínas, ni entre la p6 y la TP, 
mediante ensayos de ultracentrifugación en gradiente de glicerol. Sin embargo, esta posible interacción 
podría ser transitoria o dependiente de DNA, y por tanto no podría ser detectada por este método. Es 
importante destacar que la proteína p6 forma un complejo dinámico con el DNA (Gutiérrez et al., 1994) 
y que una interacción fuerte entre la DNA polimerasa y la p6 sería desfavorable para una amplificación 
eficiente del molde.
 La estructura cristalográfica del heterodímero DNA polimerasa/TP sugiere que el dominio 
N-terminal de la TP no mantiene contactos con la DNA polimerasa (Kamtekar et al., 2006). Los 
resultados de interferencia mostrados en el Capítulo 3 muestran que el mutante de deleción ΔNt 
interacciona con la DNA polimerasa de forma menos eficiente que la TP wild-type, indicando, por tanto, 
que el dominio N-terminal de la TP estaría implicado en la interacción con la DNA polimerasa, aunque 
probablemente de manera indirecta. Estos resultados sugieren que el dominio N-terminal de la TP podría 
estar implicado en conferir a esta proteína la conformación adecuada para unirse de manera eficiente 
a la DNA polimerasa (o conferir a la DNA polimerasa la conformación adecuada para unirse a la TP). 
Esta conformación adecuada se conseguiría mediante la unión de la TP al TP-DNA, si bien en presencia 
de la proteína p6 esta unión sería dispensable, ya que el mutante de deleción que carece del dominio 
N-terminal (TP ΔNt) puede unirse a la DNA polimerasa de manera similar a la TP wild-type en presencia 
de la proteína p6.
 Se ha propuesto que el dominio C-terminal de la TP mimetizaría al dsDNA en sus interacciones 
con la DNA polimerasa, ya que ambos ocupan el mismo lugar en el centro activo de la DNA polimerasa 
(Kamtekar et al., 2006; Berman et al., 2007). En consecuencia, se ha demostrado que mutantes de la 
DNA polimerasa afectados en unión a la TP también lo están en la unión a DNA (Blasco et al., 1995; de 
Vega et al., 1998; Méndez et al., 1994; Truniger et al., 1998; Truniger et al., 1999). Esto explicaría la 
incapacidad de la DNA polimerasa para iniciar en regiones internas del DNA, ya que la TP bloquea casi 
completamente el túnel de unión del DNA (Kamtekar et al., 2006). De hecho, estudios bioquímicos han 
mostrado que la unión de la DNA polimerasa a la TP impide la unión y polimerización por parte de la 
DNA polimerasa a una estructura molde-iniciador (de Vega et al., 1998). Por tanto, es muy probable que 
el dominio N-terminal de la TP sea el componente del heterodímero encargado de unirse al origen de 
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replicación o estabilizar la unión del heterodimero durante la etapa de iniciación, ya que la región de la 
DNA polimerasa que podría hacerlo está ocupada por el dominio iniciador de la TP, al menos hasta que 
finaliza la etapa de transición. 
 La presencia de la TP parental en el origen de replicación aumenta la eficiencia de la 
reacción de iniciación entre 6 y 10 veces con respecto a la reacción sin molde (Gutiérrez et al., 1986; 
González-Huici et al., 2000). Este aumento de la eficiencia podría ser debido a un reclutamiento del 
heterodímero favorecido mediante interacciones con la TP parental. Además, el hecho de que la TP 
pueda interaccionar consigo misma (Ortín et al., 1971; Salas et al., 1978; Bravo et al., 2000; Serna-
Rico et al., 2003), sugiere que el reconocimiento de la TP parental en el origen podría estar mediado 
por interacciones con la TP cebadora. En la presente Tesis se ha mostrado que la presencia del dominio 
N-terminal en al menos una de las dos TPs presentes en el origen de replicación durante la iniciación 
(TP iniciadora y TP parental) es necesaria para una amplificación eficiente del TP-DNA, lo que 
sugiere un modelo de interacción cruzada entre el dominio N-terminal de una de las TPs implicadas 
en la interacción y el dominio intermedio o C-terminal de la otra TP. Futuros ensayos de interacción 
utilizando los diferentes dominios de la TP arrojarán luz sobre estas hipótesis. Asimismo, los mutantes 
puntuales K27A y K25A/K27A presentan una amplificación deficiente con respecto a la TP wild-type, 
lo que podría sugerir un papel de estos residuos en la dimerización. Es importante destacar que los 
fenotipos mostrados por las TPs mutantes en el dominio N-terminal en la amplificación in vitro del TP-
DNA de ϕ29 tienen reflejo en el proceso de infección in vivo, ya que los mutantes puntuales K27A y 
K25A/K27A y el mutante de deleción ΔNt, son menos eficientes o no complementan, respectivamente, 
la infección con el fago mutante sus3(91) (ver Figura 33). Durante la infección la proteína p6 se 
encuentra presente y por tanto los defectos en iniciación y replicación de estas TPs mutantes serían 
probablemente contrarrestados. Sin embargo, si las condiciones que se dan in vitro fueran similares a 
las que ocurren in vivo, sería probable que estas TPs mutantes no amplificasen el DNA viral durante 
la infección. La TP se encuentra en cantidades superiores a la DNA polimerasa (~10 veces) durante 
la infección (Bravo and Salas, 1997). En condiciones de exceso de TP mutante ΔNt sobre la DNA 
polimerasa, resultados de Pérez-Arnaiz y colaboradores muestran que esta TP mutante es capaz de 
amplificar el TP-DNA in vitro, aunque de manera menos eficiente a como lo hace la TP wild-type (39%) 
(Pérez-Arnaiz et al., 2007). Sin embargo, con los datos obtenidos hasta la fecha no podemos excluir 
la posibilidad de que la incapacidad por parte de la TP ΔNt de complementar la infección con un fago 
mutante sus3(91) cuando es suministrada en trans sea debida a su no localización en el nucleoide 
bacteriano o a su amplificación defectiva.
 Integrando los resultados derivados de esta Tesis y los obtenidos previamente, presentamos un 
modelo sobre los primeros pasos que tendrían lugar durante el inicio de la replicación del TP-DNA de 
ϕ29 in vitro (Figura 46). La primera proteína en unirse a los orígenes de replicación sería la proteína 
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p6, que induciría un cambio conformacional en los orígenes de replicación (I y II). El reconocimiento 
posterior por el heterodímero del origen de replicación al que se ha unido previamente la proteína p6 
podría ser mediado mediante interacciones entre la proteína p6 y algún componente del heterodímero 
o mediante el favorecimiento de la unión de la TP al DNA (III). Esta unión de la TP al DNA tendría 
lugar a través de su dominio N-terminal, lo que probablemente provoque cierta apertura del origen, 
y produciría una estabilización del loop iniciador de la TP en el centro activo de la DNA polimerasa, 
permitiendo de esta manera una reacción de iniciación eficiente (IV).
 En células de B. subtilis infectadas, la proteína p6 está presente en grandes cantidades (alrededor 
de 700.000 moléculas por célula a tiempos tardíos post-infección) (Abril et al., 1997). Como se ha 
sugerido para la proteína de unión a DNA de adenovirus, DBP (Mul et al., 1993), la actividad de la 
proteína p6 de disminuir la Km de la DNA polimerasa podría compensar una baja disponibilidad de 
dNTPs para la maquinaria replicativa viral durante la infección, facilitando de esta manera la eficiencia 
































Figura 46. Representación esquemática de las diferentes interacciones DNA-proteína y proteína-proteína 
en la iniciación de la replicación del TP-DNA de ϕ29 in vitro. (I) La TP parental (azul claro) se encuentra 
covalentemente unida a los extremos 5´ del DNA viral. (II) La proteína p6 (esferas rojas) se une al DNA del 
origen produciendo un cambio conformacional que favorecería el reconocimiento posterior por el heterodímero 
(la DNA polimerasa se muestra como una esfera verde). (III) El dominio N-terminal (Nt) de la TP iniciadora 
(azul oscuro) reconocería el origen de replicación mediante la unión a DNA, e interaccionaría con el dominio 
C-terminal (Ct) y/o intermedio (I) de la TP parental (interacción indicada con una flecha bidireccional). Los 
contactos potenciales de la proteína p6 con alguno de los componentes del heterodímero se presentan con 
una flecha. (IV) La interacción potencial de la TP iniciadora con la TP parental o con el ssDNA de la banda 
desplazada podría estabilizar la interacción con la DNA polimerasa durante la reacción de iniciación. 
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une a DNA (tanto ssDNA como dsDNA) de manera inespecífica de secuencia (de Jong et al., 2003). 
Además, la región de unión a DNA se localiza en su región N-terminal y comprende residuos básicos. 
Es interesante señalar que mutantes de la pTP de adenovirus afectados en unión a DNA están afectados 
en la iniciación de la replicación, sugiriendo que, al igual que ocurre con ϕ29, la capacidad de unión a 
DNA de la TP es importante para este proceso (Botting and Hay., 2001). Además, se ha determinado que 
la pTP puede oligomerizar in vitro (de Jong et al., 2003). Así, se propuso que la unión de la pTP al DNA 
y su potencial interacción con la TP parental podrían estabilizar el heterodímero pTP/pol en los orígenes 
de replicación (de Jong et al., 2003). Por otra parte, se ha determinado que mutaciones en los residuos 
de la pTP Asp578 y Asp582, cercanos al residuo iniciador Ser580, afectan la cinética de iniciación, 
incrementando la Km de la DNA polimerasa por dCMP (Mysiak et al., 2004). En el caso de ϕ29, hasta 
ahora sólo habían sido descritos residuos de la DNA polimerasa que afectasen la cinética de la iniciación 
(Dufour et al., 2000; Truniger et al., 2002a; 2002b; Truniger et al., 2004; Santos et al., 2014). En la 
presente Tesis se ha determinado que residuos de la TP implicados en la unión a DNA afectan la Km 
de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador, destacando la importancia que tiene la capacidad de 
unión a DNA de la TP durante las primeras etapas de la replicación.
 En resumen, los resultados obtenidos en esta Tesis proponen un nuevo papel del dominio 
N-terminal de la TP en las primeras etapas de la replicación: facilitar el reconocimiento del origen de 
replicación por el heterodímero mediante su unión a DNA y desestabilizar la hélice o permitir la apertura 
de ésta, posibilitando de esta manera un posicionamiento correcto del heterodímero para llevar a cabo 







1. La TP del bacteriófago ϕ29 localiza en el nucleoide de B. subtilis y de E. coli, de manera 
independiente de otros componentes virales. La TP parental del bacteriófago ϕ29 localiza en el 
nucleoide de B. subtilis de manera independiente de la TP iniciadora.
2. La TP del bacteriófago PRD1 localiza en el nucleoide de E. coli y de B. subtilis, de manera 
independiente de otros componentes virales.
3. La TP del bacteriófago ϕ29 determina la localización subcelular de la DNA polimerasa viral, 
probablemente mediante una interacción directa entre ambas proteínas. Durante el ciclo infectivo 
ambas proteínas colocalizan con el nucleoide bacteriano, siguiendo la dinámica de segregación del 
cromosoma. Tanto la TP como la DNA polimerasa viral se distribuyen formando un patrón tipo 
helicoidal en etapas tardías del ciclo celular en células infectadas, patrón que depende de la proteína 
del citoesqueleto de actina bacteriano MreB.
4. El dominio responsable de la localización de la TP del bacteriófago ϕ29 en el nucleoide de B. 
subtilis es el dominio N-terminal. El fragmento mínimo de la TP para la localización en el nucleoide 
bacteriano comprende los residuos 1 a 70 y los 15 primeros aminácidos de la TP son dispensables en 
la proteína completa para la localización en el nucleoide bacteriano. El dominio N-terminal tiene un 
contenido en α-hélice del 60%, y está formado por dos α-hélices conectadas por un loop desordenado 
según predicciones de estructura secundaria.
5. El dominio N-terminal de la TP del bacteriófago ϕ29 es necesario para una replicación eficiente del 
DNA viral in vivo. 
6. La TP del bacteriófago ϕ29 se une al DNA genómico de B. subtilis in vivo, de manera inespecífica de 
secuencia. Los residuos Arg19, Lys25 y Lys27, y la combinación de residuos Lys25/Lys27 y Lys32/
Lys33/Lys34 del dominio N-terminal de la TP de ϕ29 están implicados en la unión a DNA. El residuo 
Lys27 y la combinación de residuos Lys25/Lys27 de la TP de ϕ29 afectan en gran medida la unión a 
DNA in vivo y, por consiguiente, son importantes para la localización de la TP en el nucleoide de B. 
subtilis.
7. La unión a DNA de la TP de ϕ29 es importante para una iniciación eficiente de la replicación del 
TP-DNA in vitro. La Km de la DNA polimerasa por el nucleótido iniciador aumenta cuando utiliza 
como cebadores las TPs mutantes K27A y K25A/K27A, probablemente debido a un posicionamiento 
incorrecto del residuo iniciador Ser232 en el centro activo de la DNA polimerasa.
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8. La proteína p6 del bacteriófago ϕ29 contrarresta el defecto de iniciación de las TPs mutantes 
afectadas en unión a DNA.
9. El dominio N-terminal de la TP del bacteriófago ϕ29 es necesario para una correcta interacción con 
la DNA polimerasa viral in vitro.
10. El dominio N-terminal de la TP del bacteriófago ϕ29 es necesario para la amplificación del TP-DNA 
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Figura S1. Funcionalidad de las proteínas de fusión CFP-TP y YFP-DNA pol. Panel izquierdo: Experimentos 
de complementación de la infección con el fago mutante sus3(91) utilizando la estirpe de B. subtilis su− que 
expresa simultáneamente las proteínas de fusión CFP-TP y YFP-DNA pol (DM-023). Como control negativo 
del experimento se utilizó la estirpe de B. subtilis que expresa la CFP (DM-024), y como controles positivos 
la estirpe que expresa CFP-TP (DM-025) y la estirpe supresora MO-101-P. La expresión de la CFP se indujo 
añadiendo 1 mM IPTG (concentración final) al medio y la expresión de CFP-TP y YFP-DNA pol se indujo 
añadiendo simultáneamente 1 mM IPTG (concentración final) y 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final) al 
medio en el momento de la infección con el fago mutante sus3(91) a una MOI de 5. La cantidad de DNA viral 
acumulado (μg DNA viral/mL de cultivo) en cada estirpe se representa en función del tiempo post-infección. 
Panel derecho: Las estirpes de B. subtilis DM-023 y MO-101-P se crecieron en medio LB hasta DO600 ~0,4 y se 
infectaron con el fago mutante sus2(513) a una MOI de 5. A los 40 min post-infección los cultivos se mezclaron 
con top agar líquido que contenía 0,5% (p/v) xilosa y se extendieron en placas de LB-agar, incubándose a 37 


































































Figura S2. Expresión de la proteína YFP-TP wild-type y las TPs mutantes en el dominio N-terminal 
fusionadas a YFP. Las estirpes de B. subtilis que expresaban las proteínas de fusión indicadas se crecieron 
a 37 ºC en medio LB hasta DO600 de ~0,4, momento en el que se añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa 
(concentración final). Las muestras fueron tomadas 30 min tras la adición del inductor y analizadas por 




























Figura S3. Expresión de la proteína YFP-TP 
wild-type y de los fragmentos del dominio 
N-terminal de la TP fusionados a YFP. 
Las estirpes de B. subtilis que expresaban las 
proteínas de fusión indicadas se crecieron a 37 
ºC en medio LB hasta DO600 de ~0,4, momento 
en el que se añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa 
(concentración final). Las muestras fueron 
tomadas 30 min tras la adición del inductor 
y analizadas por Western Blot utilizando 
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Figura S4. Análisis de la unión a dsDNA de 
la TP wild-type de ϕ29 con y sin Strep-tag. 
Ensayos de retraso en gel utilizando 1 nM de 
un sustrato de dsDNA de 216 pb marcado en 
5´ con [γ32P]ATP, correspondiente al gen yshC 
de B. subtilis. El sustrato marcado se incubó en 
ausencia (−) o en presencia de concentraciones 
crecientes de la proteína indicada en cada caso. 
Las muestras se sometieron a electroforesis en 
geles de poliacrilamida al 4% en condiciones 
nativas, tras lo cual se detectó la movilidad de 
los diferentes complejos TP-dsDNA mediante 
autorradiografía.
TP wt
0,78   1,56    3,12   - 0,78    1,56   3,12 0,78     1,56    3,12
K25A K27A 














Figura S5. Análisis de la unión a ssDNA de la TP wild-type de ϕ29, el mutante de deleción ΔNt y los 
mutantes puntuales K25A y K27A. Ensayos de retraso en gel utilizando 1 nM de un oligonucleótido de 
ssDNA marcado en 5´con [γ32P]ATP de 68-mer  (ϕR68-T) correspondiente al extremo derecho del genoma 
de ϕ29. El sustrato marcado se incubó en ausencia (−) o en presencia de concentraciones crecientes de 
la proteína indicada en cada caso. Las muestras se sometieron a electroforesis en geles de poliacrilamida 





























Figura S6. Expresión de la proteína YFP-TP wild-
type y las TPs mutantes en el dominio N-terminal 
fusionadas a YFP en las condiciones utilizadas 
en los experimentos de X-ChiP. Las estirpes de 
B. subtilis que expresan las proteínas de fusión 
indicadas se crecieron a 30 ºC en medio LB. A 
DO600 ~0,4 se añadió al medio 0,5 % (p/v) xilosa 
(concentración final). Una h después de la adición 
del inductor se tomaron muestras de cada cultivo y 
se analizó la expresión de las proteínas por Western 
Blot, utilizando anticuerpos específicos contra la TP. 
















































































































Figura S7. Co-expresión de la TP wild-
type o de los mutantes de la TP en el 
dominio N-terminal fusionados a CFP y 
de la DNA polimerasa fusionada a YFP. 
Las estirpes de B.  subtilis que co-expresan 
las proteínas indicadas se crecieron a 37 ºC 
en medio LB hasta DO600 de ~0,4, momento 
en el que se añadió al medio tanto 1 mM 
IPTG (concentración final) como 0,5 % (p/v) 
xilosa (concentración final). Treinta min 
tras la adición de los inductores se tomaron 
muestras de cada cultivo y se analizó la 
expresión de las proteínas por Western Blot, 
utilizando anticuerpos contra la GFP. La 
estirpe de B. subtilis que expresa la CFP y la 




























Figura S8. Expresión de la proteína YFP-TP wild-type y 
las TPs mutantes en el dominio N-terminal fusionadas 
a YFP en las condiciones utilizadas en los experimentos 
de complementación con el fago mutante sus3(91). Las 
estirpes de B. subtilis su− que expresan las proteínas de 
fusión indicadas se crecieron a 37 ºC en medio LB hasta 
DO600 ~0,4, momento en el que fueron infectadas con 
el fago mutante sus3(91) a una MOI de 1 y se añadió al 
medio 0,5 % (p/v) xilosa (concentración final). Se tomaron 
muestras 20 min después de la infección y la inducción y 
se analizó la expresión de las proteínas por Western Blot 
utilizando anticuerpos específicos contra la TP. La estirpe 
de B. subtilis su− que expresa la YFP sola se utilizó como 




 Tabla MS1. Oligonucleótidos utilizados
Oligonucleótido Secuencia
YFP-TP_U (5´-gat aac tcg aga tgg cga gaa gtc cac gta tac gc-3´)
YFP-TP_L (5´-ttt aag aat tcc tag aac ccc ttt aag ctt aga tca aag tc-3´)
CFP(Bs)_U (5´-cgt gat taa aag ctt aca taa gga gga ac-3´)
CFP(Bs)_L (5´-tta agg agc tag cct tat aaa gtt cgt cca tgc caa gtg taa tgc-3´)
150-SpeI-1 (5´-gca agc taa ttc ggt gga aac tag ttc atc att tcc ttc cga aaa aac gg-3´)
150-SpeI-2 (5´-ccg ttt ttt cgg aag gaa atg atg aac tag ttt cca ccg aat tag ctt gc-3´)
TP_U (5´-gat aag cat gca tgg cga gaa gtc cac gta t-3´)
TP_L (5´-ttt aaa cta gtc tag aac ccc ttt aag ctt a-3´)
TP-Nt_L (5´-ttt tca cta gtt tat cac ata tta gca cgg tta gtg aaa gag g-3´)
TP-NtI_L (5´-ttc tta cta gtt tac taa ggg tct gtt ctc atc tcc atg c-3´)
TP-I_U (5´-taa ccg cat gca tat gcg tta tca gtt cga aaa g-3´)
TP-Ct_U (5´-gag aag cat gcc tca gta tta tga aaa gaa aat gat aca g-3´)
TP8_R (5´-cgg aag gca tgc tca tgg cga aga aaa aac cag tag aa-3´)
TP8_L (5´-acg gcg act agt tca tta aac ccc ctt gct gcc ata gcc gcg-3´)
TP-R3A-R (5´-ccc ctc gag atg gcg gca agt cca cgt ata cg-3´)
TP-R3A-L (5´-cgt ata cgt gga ctt gcc gcc atc tcg agg gg-3´)
TP-R6A-R (5´-atg gcg aga agt cca gct ata cgc att aag ga-3´)
TP-R6A-L (5´-tcc tta atg cgt ata gct gga ctt ctc gcc at-3´)
TP-R8A-R (5´-aga agt cca cgt ata gcc att aag gat aat ga-3´)
TP-R8A-L (5´-tca tta tcc tta atg gct ata cgt gga ctt ct-3´)
TP-K10A-R (5´-cca cgt ata cgc att gcg gat aat gac aaa gc-3´)
TP-K10A-L (5´-gct ttg tca tta tcc gca atg cgt ata cgt gg-3´)
TP-K14A-R (5´-att aag gat aat gac gca gcc gaa tac gct cg-3´)
TP-K14A-L (5´-cga gcg tat tcg gct gcg tca tta tcc tta at-3´)
TP-R19A-R (5´-aaa gcc gaa tac gct gca ttg gtc aag aat ac-3´)
TP-R19A-L (5´-gta ttc ttg acc aat gca gcg tat tcg gct tt-3´)
TP-K22A-R (5´-tac gct cga ttg gtc gcg aat aca aaa gcc aa-3´)
TP-K22A-L (5´-ttg gct ttt gta ttc gcg acc aat cga gcg ta-3´)
TP-K25A-R (5´-ttg gtc aag aat aca gca gcc aag att gcg ag-3´)
TP-K25A- L (5´-ctc gca atc ttg gct gct gta ttc ttg acc aa-3´)
TP-K27A-R (5´-aag aat aca aaa gcc gcg att gcg aga acg aa-3´)
TP-K27A- L (5´-ttc gtt ctc gca atc gcg gct ttt gta ttc tt-3´)
TP-K25A/K27A-R (5´-cga ttg gtc aag aat aca gca gcc gcg att gcg aga acg aag-3´)
TP-K25A/K27A-L (5´-ctt cgt tct cgc aat cgc ggc tgc tgt att ctt gac caa tcg-3´)
TP-R30A-R (5´-aaa gcc aag att gcg gca acg aag aaa aag ta-3´)
TP-R30A- L (5´-tac ttt ttc ttc gtt gcc gca atc ttg gct tt-3´)
TP-K32A-R (5´-aag att gcg aga acg gcg aaa aag tat ggt gt-3´)
TP-K32A- L (5´-aca cca tac ttt ttc gcc gtt ctc gca atc tt-3´)
TP-K33A-R (5´-att gcg aga acg aag gca aag tat ggt gta ga-3´)
TP-K33A- L (5´-tct aca cca tac ttt gcc ttc gtt ctc gca at-3´)
TP-K34A-R (5´-aag att gcg aga acg aag aaa gcg tat ggt gt-3´)
TP-K34A- L (5´-aca cca tac gct ttc ttc gtt ctc gca atc tt-3´)
TP-K32A/K33A/K34A-R (5´-agc caa gat tgc gag aac ggc ggc agc gta tgg tgt aga cct tac c-3´)
TP-K32A/K33A/K34A-L (5´-ggt aag gtc tac acc ata cgc tgc gcc gtt ctc gca atc ttg gct-3´)
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TP-R54A-R (5´-gat tca ttt gaa aca gcg gcg cag ttc aat aa-3´)
TP-R54A- L (5´-tta ttg aac tgc gcc gct gtt tca aat gaa tc-3´)
TP-K59A-R (5´-cgg gcg cag ttc aat gcg tgg aag gaa caa gc-3´)
TP-K59A-L (5´-gct tgt tcc ttc cac gca ttg aac tgc gcc cg-3´)
TP-K61A-R (5´-cag ttc aat aag tgg gcg gaa caa gcg tcc tc-3´)
TP-K61A- L (5´-gag gac gct tgt tcc gcc cac tta ttg aac tg-3´)
TP-R70A-R (5´-tcc tct ttc act aac gct gct aat atg-3´)
TP-R70A-L (5´-cat att agc agc gtt agt gaa aga gga-3´)
Nt16-70-EcoRI-L (5´-cga act gat aac gga att cct aac ggt tag tga aag-3´)
Nt16-73-EcoRI-L (5´-gca ttc ttt tcg aag aat tcc tac ata tta gca cgg-3´)
TP-∆N10-XhoI-R (5´-cgt ata cgc ctc gag gat aat gac aaa gcc g-3´)
TP-∆N15 XhoI-R   (5´-gga taa tga cct cga gga ata cgc tcg att gg-3´)
TP-∆N20 XhoI-R  (5´-ccg aat acg ctc tcg agg tca aga ata caa aag cc-3´)
TP-∆Nt XhoI-R (5´-cta acc gtg ctc tcg agc gtt atc agt tcg-3´)
TP EcoRI-L (5´-cct tta aga att cct aga acc cct tta agc-3´)
Nt1-24-R (5´-cgc tcg att ggt caa gaa tac ata ata aaa gat tgc gag aac gaa g-3´)
Nt1-24-L (5´-ctt cgt tct cgc aat ctt tta tta tgt att ctt gac caa tcg agc g-3´)
Nt1-37-R (5´-cga aga aaa agt atg gtg tat agt aaa ccg ctg aaa ttg ata tac-3´)
Nt1-37-L (5´-gta tat caa ttt cag cgg ttt act ata cac cat act ttt tct tcg-3´)
Nt1-50-R (5´- gat ata ctt gac ctt gat tca taa taa aca cgg gcg cag ttc aat aag- 3´)
Nt1-50-L (5´-ctt att gaa ctg cgc ccg tgt tta tta tga atc aag gtc agg tat atc-3´)
Nt1-60-R (5´-cac ggg cgc agt tca ata agt ggt aat aac aag cgt cct ctt tca cta ac-3´)
Nt1-60-L (5´-gtt agt gaa aga gga cgc ttg tta tta cca ctt att gaa ctg cgc ccg tg-3´)
Nt1-70-R (5´-cgt cct ctt tca cta acc gtt aat aaa tgc gtt atc agt tcg aaa ag-3´)
Nt1-70-L (5´-ctt ttc gaa ctg ata acg cat tta tta acg gtt agt gaa aga gga cg-3´)
Nt1-73-R (5´-cta acc gtg cta ata tgt gat aac agt tcg aaa aga atg-3´)
Nt1-73-L (5´-cat tct ttt cga act gtt atc aca tat tag cac ggt tag-3´)
NtI-R (5´-gaa cag acc ctc agt agt aag aaa aga aaa tga ta-3´)
NtI-L (5´-tat cat ttt ctt ttc tta cta ctg agg gtc tgt tc-3´)
TP_1 (5´-cat gcg cta gcg aaa gga gat aa cgc aac atg gcg aga ag-3´)
TP_2 (5´-ttt aag cat gcc tag aac ccc ttt aag ctt aga tc-3´)
TP XmaI-R (5´-gga gat aac ccg gga tgg cga gaa gtc cac gta tac gc-3´)
TP EagI-L (5´-gct tca tcc ttt aac ggc cgc tag aac ccc ttt aag ctt ag-3´)
Nt EagI-L (5´-gca ttc ttt tcc ggc cgt tat cac ata tta gca cgg tta gtg aaa g-3´)
NtI EagI-L (5´-ctg tat cat ttt cgg ccg tta cta ctg agg gtc tgt tct cat ctc-3´)
ICt XmaI-R (5´-cac taa ccg tcc cgg gat gcg tta tca gtt cg-3´)
TP-∆N15 XmaI-R (5´-gca tta agg ata atc ccg gga tgg aat acg ctc gat tgg-3´)
TP-∆N20 XmaI-R (5´-caa agc cga ata ccc cgg gat ggt caa gaa tac aaa agc c-3´)
R-OUT-SUPER (5´-aaa tag att ttc ttt ctt ggc tac-3´)
R-25 (5´-aaa gta ggg tac agc gac aac ata c-3´)
yshC-R (5´-ccg cgg atc cca tca ttt tac ggg-3´)
yshC-L (5´-ggg tcg aca ctt cct gtc cgc ttt cac g-3´)
ϕR68-T (5´-ttt cat ccc atg tcg ctg ttg tat gtg gta aag ggg taa ctg gct gat aga agc tgt tct tag att gt-3´)
ϕR68-D (5´-aaa gta ggg tac agc gac aac ata cac cat ttc ccc att gac cga cta tct tcg aca aga atc taa ca-3´)
gyrB-R (5´-ctg cag cgt tac aaa ggt ctt ggt-3´)
gyrB-L (5´-agt ctc atc cgc atc cat tgc atc-3´)
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mreB-R (5´-gac cgt acg gct gaa gcg att aaa-3´)
mreB-L (5´-ggc aaa cct gtg agc aaa tcg c-3´)
ung-R (5´-cgg acc gaa tta ttg acg tgc tga gt-3´)
ung-L (5´-ctc caa ata ggc att cgc ccg gga aa-3´)
ftsZ-R (5´-cag tga ttg caa ccg gct tta tcg-3´)
ftsZ-L (5´-ttt tgg ctc acg ctt cgg aac a-3´)
Tabla MS2. Estirpes utilizadas
Estirpe Genotipo relevante Construcción, origen o referencia
E. coli   
DH5 α
ϕ80dlacZΔM15, recA1, endA1, gyrAB, thi-1, hsdR17(rK-, mK+), 
supE44, relA1, deoR, Δ(lacZYA-argF)U169, phoA 
Stock del laboratorio
XL1-Blue recA1, endA1, gyrA96, thi-1, hsdR17(rK-, mK+), supE44, relA1, lac, 
[F´, proAB, lacIqZΔM15::Tn10(tetr)]
Stock del laboratorio
BL21(DE3) F–, ompT, hsdSB(rB-, mB-), dcm, gal, λ(DE3) Stock del laboratorio
DM-049 XL1-Blue que contiene el plásmido pDP150-CFP pDP150-CFP → XL1-Blue (Amp)
DM-050 XL1-Blue que contiene el plásmido pDP150-CFP/TP  pDP150-CFP/TP → XL1-Blue (Amp)
DM-051 XL1-Blue que contiene el plásmido pDP150-CFP/TP PRD1 pDP150-CFP/TP PRD1 → XL1-Blue (Amp)
TP-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TP pET-52b(+)-TP → BL21(DE3) (Amp)
TPR19A-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPR19A pET-52b(+)-TPR19A → BL21(DE3) (Amp)
TPK25A-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPK25A pET-52b(+)-TPK25A → BL21(DE3) (Amp)
TPK27A-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPK27A pET-52b(+)-TPK27A → BL21(DE3) (Amp)
TPK25A/K27A-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPK25A/K27A pET-52b(+)-TPK25A/K27A → BL21(DE3)(Amp)
TPK32A/K33A/K34A
-strep




TPNt-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPNt pET-52b(+)-TPNt → BL21(DE3) (Amp)
TPNt+I-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TPNt+I pET-52b(+)-TPNt+I → BL21(DE3) (Amp)
TP∆N15-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TP∆N15 pET-52b(+)-TP∆N15 → BL21(DE3) (Amp)
TP∆N20-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TP∆N20 pET-52b(+)-TP∆N20 → BL21(DE3) (Amp)
TP∆Nt-strep BL21(DE3) que contiene el plásmido pET-52b(+)-TP∆Nt pET-52b(+)-TP∆Nt → BL21(DE3) (Amp)
B. subtilis   
168 trpC2, considerada la estirpe wild-type Bacillus Genetic Stock Center
168 ∆spo0A trpC2  Ω(spo0A::kan) SWV215 → 168 (Kan)
MO-101-P thr- spo0A- su+ Mellado et al., 1976 (1)
110NA trpC2 spo0A3 su- Moreno et al., 1974 (2)
SWV215 trpC2 pheA1 Ω(spo0A::kan) Xu and Strauch, 1996  (3)
DM-020 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) pSGDM3 → 168 (Spc)
DM-021 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP spc) pSGDM4 → 168 (Spc)
DM-022 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp spc) pSG5472 → 168 (Spc)
DM-023 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP erm) pSGDM3, pDP150-CFP → 168 (Spc)
DM-024 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp erm) pDP150-CFP → 168 (Erm)
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DM-025 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP erm) pDP150-CFP/TP → 168 (Erm)
DM-026 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPNt erm) pDP150-CFP/TP-Nt → 168 (Erm)
DM-027 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPNtI erm) pDP150-CFP/TP-NtI → 168 (Erm)
DM-028 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPI erm) pDP150-CFP/TP-I → 168 (Erm)
DM-029 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPΔNt erm) pDP150-CFP/TP-ΔNt → 168 (Erm)
DM-030 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPCt erm) pDP150-CFP/TP-Ct → 168 (Erm)
3725 trpC2 Ωchr::neo3427ΔmreB Formstone and Errington, 2005 (4)
DM-031 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP spc) Ω(neo3427)ΔmreB 3725 → DM-021 (Erm)
DM-032 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-gen 3 erm) pDP150-TP → 168 (Erm)
BS126 trpC2 Ωchr:::rpoC-yfp kan Davies et al., 2005 (5)
DM-033 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP erm) Ω(rpoC::rpoC-yfp kan) pDP150-CFP/TP → BS126 (Erm)
DM-060 trpC2 Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP PRD1 erm) pDP150-CFP/TP-PRD1 → 168 (Spc)
YFP-R3A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR3A spc) pSGIH-TPR3A → 168 (Spc)
YFP-R6A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR6A spc) pSGIH-TPR6A → 168 (Spc)
YFP-R8A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR8A spc) pSGIH-TPR8A → 168 (Spc)
YFP-K10A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK10A spc) pSGIH-TPK10A → 168 (Spc)
YFP-K14A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK14A spc) pSGIH-TPK14A → 168 (Spc)
YFP-R19A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR19A spc) pSGIH-TPR19A → 168 (Spc)
YFP-K22A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK22A spc)  pSGIH-TPK22A → 168 (Spc)
YFP-K25A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK25A spc) pSGIH-TPK25A → 168 (Spc)
YFP-K27A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK27A spc) pSGIH-TPK27A → 168 (Spc)
YFP-K25A/K27A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK25A/K27A spc) pSGIH-TPK25A/K27A → 168 (Spc)
YFP-R30A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR30A spc) pSGIH-TPR30A → 168 (Spc)
YFP-K32A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK32A spc) pSGIH-TPK32A → 168 (Spc)
YFP-K33A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK33A spc) pSGIH-TPK33A → 168 (Spc)
YFP-K34A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK34A spc) pSGIH-TPK34A → 168 (Spc)
YFP-K32A/K33A/K34A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK32A/K33A/K34A spc) pSGIH-TPK32A/K33A/K34A → 168 (Spc)
YFP-R54A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR54A spc) pSGIH-TPR54A → 168 (Spc)
YFP-K59A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK59A spc) pSGIH-TPK59A → 168 (Spc)
YFP-K61A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK61A spc) pSGIH-TPK61A → 168 (Spc)
YFP-R70A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR70A spc) pSGIH-TPR70A → 168 (Spc)
YFP-Nt24 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-24  spc) pSGIH-TPNt 1-24 → 168 (Spc)
YFP-Nt37 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-37  spc) pSGIH-TPNt 1-37 → 168 (Spc)
YFP-Nt50 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-50  spc) pSGIH-TPNt 1-50 → 168 (Spc)
YFP-Nt60 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-60 spc) pSGIH-TPNt 1-60 → 168 (Spc)
YFP-Nt70 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-70 spc) pSGIH-TPNt 1-70 → 168 (Spc)
YFP-Nt73 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 1-73 spc) pSGIH-TPNt 1-73 → 168 (Spc)
YFP-Nt+I trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt+I spc) pSGIH-TPNt+I→ 168 (Spc)
YFP-Nt16-70 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 16-70 spc) pSGIH-TPNt 16-70 → 168 (Spc)
YFP-Nt16-73 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPNt 16-73 spc) pSGIH-TPNt 16-73 → 168 (Spc)
YFP-∆N10 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP∆N10 spc) pSGIH-TP-∆N10 → 168 (Spc)
YFP-∆N15 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP∆N15 spc) pSGIH-TP-∆N15 → 168 (Spc)
YFP-∆N20 trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP∆N20 spc) pSGIH-TP-∆N20 → 168 (Spc)
YFP-∆Nt trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP-∆Nt spc) pSGIH-TP-∆Nt → 168 (Spc)
YFP-TP wt ∆spo0A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → DM021 (Kan)
YFP-∆Nt ∆spo0A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TP-∆Nt spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → YFP-∆N73 (Kan)
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YFP-R19A ∆spo0A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPR19A spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → YFP-R19A (Kan)
YFP-K25A ∆spo0A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK25A spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → YFP-K25A (Kan)
YFP-K27A ∆spo0A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK27A spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → YFP-K27A (Kan)
YFP-K25A/K27A 
∆spo0A
trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK25A/K27A spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 → YFP-K25A/K27A (Kan)
YFP-K32A/K33A/K34A 
∆spo0A
trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-TPK32A/K33A/K34A spc) Ω(spo0A::kan) SWV215 →YFP-K32A/K33A/K34A (Kan)
YFP-p2/CFP trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp erm) pDP150-CFP-2 → DM-020 (Erm)
YFP-p2/CFP-TP wt trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP erm) pDP150-CFP/TP → DM-020 (Erm)
YFP-p2/CFP-TP ∆Nt trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TP∆Nt erm) pDP150-CFP/TP-ΔNt → DM-020 (Erm)
YFP-p2/CFP-TP R19A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPR19A erm) pDP150-CFP/TPR19A → DM-020 (Erm)
YFP-p2/CFP-TP K25A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPK25A erm) pDP150-CFP/TPK25A → DM-020( Erm)
YFP-p2/CFP-TP K27A trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPK27A erm) pDP150-CFP/TPK27A → DM-020 (Erm)
YFP-p2/CFP-TP K25A/
K27A
trpC2 Ω(amyE::Pxyl-yfp-p2 spc) Ω(thrC::Phyper-spank-cfp-TPK25A/K27A 
erm) 








S. cerevisiae   
PJ69-4a MATa trpl-901 leu2-3,112 ura3-52 his3-200 gal4Δ gal80Δ 
LYS2::GAL1-HIS3 GAL2-ADE2met2::GAL7-lacZ
James et al., 1996 (6)
PJ69-4α
MATα trpl-901 leu2-3,112 ura3-52 his3-200 gal4Δ gal80Δ
 LYS2::GAL1-HIS3 GAL2-ADE2met2::GAL7-lacZ
Noirot-Gros et al., 2002 (7)
yNG132 PJ69-4α, pGAD Noirot-Gros et al., 2002 (7)
yNG3811 PJ69-4α, pGAD::gen 3 de ϕ29 Esta tesis
yNG3763 PJ69-4α, pGAD::hbs Tatiana Rochat (sin publicar)
yNG3255 PJ69-4α, pGAD::yyaA Jean-Christophe Meile (sin publicar)
yNG1928 PJ69-4α, pGAD::smc Dervyn et al., 2004 (8)
yNG64 PJ69-4α, pGAD::scpA Dervyn et al., 2004 (8)
yNG66 PJ69-4α, pGAD::scpB Dervyn et al., 2004 (8)
yNG121 PJ69-4a, pGBDU Noirot-Gros et al., 2002 (7)
yNG3809 PJ69-4a, pGBDU::gen 2 de ϕ29 Esta tesis
yNG3765 PJ69-4a, pGBDU::hbs Etienne Dervyn (sin publicar)
yNG3257 PJ69-4a, pGBDU::yyaA Jean-Christophe Meile (sin publicar)
yNG129 PJ69-4a, pGBDU::smc Dervyn et al., 2004 (8)
yNG74 PJ69-4a, pGBDU::scpA Dervyn et al., 2004 (8)
Las abreviaturas de los antibióticos son: amp, ampicilina; erm, eritromicina; kan, kanamicina; spc, espectinomicina. “X” → “Y” indica que la estirpe 
Y fue transformada con DNA procedente de la fuente X, con el marcador seleccionado entre paréntesis:  Amp, ampicilina; Kan, kanamicina; Erm, 
eritromicina; Spc, espectinomicina.
(1) Mellado, R.P., Viñuela, E. and Salas, M. (1976) Isolation of a strong suppressor of nonsense mutations in Bacillus subtilis. Eur J Biochem, 65, 
213-223.
(2) Moreno, F. (1974) Suppressor-sensitive mutants and genetic map of Bacillus subtilis bacteriophage ϕ29. Virology, 62, 1-16.
(3) Xu, K. and Strauch, M.A. (1996) Identification, sequence, and expression of the gene encoding γ-glutamyltranspeptidase in Bacillus subtilis. J 
Bacteriol, 178, 4319-4322.
(4) Formstone, A. and Errington, J. (2005) A magnesium-dependent mreB null mutant: implications for the role of mreB in Bacillus subtilis. Mol 
Microbiol, 55, 1646-1657.
(5) Davies, K.M., Dedman, A.J., van Horck, S. and Lewis, P.J. (2005) The NusA:RNA polymerase ratio is increased at sites of rRNA synthesis in 
Bacillus subtilis. Mol Microbiol, 57, 366-379.
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(6) James, P., Halladay, J. and Craig, E.A. (1996) Genomic libraries and a host strain designed for highly efficient two-hybrid selection in yeast. 
Genetics, 144, 1425-1436.
(7) Noirot-Gros, M.F., Dervyn, E., Wu, L.J., Mervelet, P., Errington, J., Ehrlich, S.D. and Noirot, P. (2002) An expanded view of bacterial DNA 
replication. Proc Natl Acad Sci U S A, 99, 8342-8347.
(8) Dervyn, E., Noirot-Gros, M.F., Mervelet, P., McGovern, S., Ehrlich, S.D., Polard, P. and Noirot, P. (2004) The bacterial condensin/cohesin-like 
protein complex acts in DNA repair and regulation of gene expression. Mol Microbiol, 51, 1629-1640.
Tabla MS3. Bacteriófagos utilizados
Bacteriófago Origen o referencia
ϕ29 wild-type Stock del laboratorio
sus14(1242) Jiménez et al., 1977 (1)
sus3(91) Moreno et al., 1974 (2)
sus2(513) Moreno et al., 1974 (2)
(1) Jiménez, F., Camacho, A., De La Torre, J., Viñuela, E. and Salas, M. (1977) Assembly of Bacillus subtilis phage ϕ29. 2. Mutants in the cistrons 
coding for the non-structural proteins. Eur J Biochem, 73, 57-72.
(2) Moreno, F. (1974) Suppressor-sensitive mutants and genetic map of Bacillus subtilis bacteriophage ϕ29. Virology, 62, 1-16.
Tabla MS4. Plásmidos utilizados
Plásmido  Características relevantes  Referencia
pSG5472 Derivado del plásmido pSG1729 que contiene el gen yfpmut2 en lugar de gfpmut1
A. Formstone (sin publicar)
pSGDM3 pSG5472 que contiene la fusión yfp::p2 Muñoz-Espín et al., 2009 (1)
pSGDM5 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP Esta tesis
pDR200 Vector que contiene el gen cfp (Bs) optimizado para la expresión en B. subtilis 
Doan et al., 2005 (2)
pDP150 Derivado del vector de integración en el sitio thrC pDR111 que con-tiene el promotor Phyper-spank
Kearns and Losick, 2005 (3)
pDP150-CFP pDP150 que contiene el gen cfp (Bs) Esta tesis
pDP150-CFP-2 pDP150-CFP que contiene una diana de restricción de SpeI en el sitio de clonación múltiple
Esta tesis
pDP150-CFP-TP PRD1 pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP PRD1 Esta tesis
pDP150-CFP-TP pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP Esta tesis
pDP150-CFP-TP Nt pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP-Nt Esta tesis
pDP150-CFP-TP Nt+I pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP-NtI Esta tesis
pDP150-CFP-TP I pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP-I Esta tesis
pDP150-CFP-TP I+Ct pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP-ΔNt Esta tesis
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pDP150-CFP-TP Ct pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TP-Ct Esta tesis
pDP150-CFP-TP R19A pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TPR19A Esta tesis
pDP150-CFP-TP K25A pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TPK25A Esta tesis
pDP150-CFP-TP K27A pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TPK27A Esta tesis
pDP150-CFP-TP K25A/K27A pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TPK25A/K27A Esta tesis
pDP150-CFP-TP K32A/K33A/K34A pDP150-CFP-2 que contiene la fusión cfp::TPK32A/K33A/K34A Esta tesis
pDP150-TP pDP150 que contiene el gen 3 de ϕ29 Esta tesis
pSGIH-TP R3A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R3A Esta tesis
pSGIH-TP R6A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R6A Esta tesis
pSGIH-TP R8A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R8A Esta tesis
pSGIH-TP K10A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K10A Esta tesis
pSGIH-TP K14A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K14A Esta tesis
pSGIH-TP R19A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TPR19A Esta tesis
pSGIH-TP K22A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K22A Esta tesis
pSGIH-TP K25A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K25A Esta tesis
pSGIH-TP K27A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K27A Esta tesis
pSGIH-TP K25A/K27A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K25A/K27A Esta tesis
pSGIH-TP R30A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R30A Esta tesis
pSGIH-TP K32A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K32A Esta tesis
pSGIH-TP K33A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K33A Esta tesis
pSGIH-TP K34A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K34A Esta tesis
pSGIH-TP-K32A/K33A/K34A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K32A/K33A/K34A Esta tesis
pSGIH-TP R54A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R54A Esta tesis
pSGIH-TP K59A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K59A Esta tesis
pSGIH-TP K61A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-K61A Esta tesis
pSGIH-TP R70A pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-R70A Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-24 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-24 Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-37 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-37 Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-50 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-50 Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-60 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-60 Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-70 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-70 Esta tesis
pSGIH-TP Nt1-73 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt1-73 Esta tesis
pSGIH-TP Nt+I pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt+I Esta tesis
pSGIH-TP Nt16-70 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt16-70 Esta tesis
pSGIH-TP Nt16-73 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-Nt16-73 Esta tesis
pSGIH-TP-ΔN10 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-ΔN10 Esta tesis
pSGIH-TP-ΔN15 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-ΔN15 Esta tesis
pSGIH-TP-ΔN20 pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-ΔN20 Esta tesis
pSGIH-TP-ΔNt pSG5472 que contiene la fusión yfp::TP-ΔNt Esta tesis
pET52b(+) Vector de expresión de E. coli para purificación de proteínas Novagen
pET52b(+)-TP pET52b(+) que contiene el gen 3 de ϕ29  Esta tesis
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(1) Muñoz-Espín, D., Daniel, R., Kawai, Y., Carballido-López, R., Castilla-Llorente, V., Errington, J., Meijer, W.J. and Salas, M. (2009) The actin-like 
MreB cytoskeleton organizes viral DNA replication in bacteria. Proc Natl Acad Sci USA, 106, 13347-13352.
(2) Doan, T., Marquis, K.A. and Rudner, D.Z. (2005) Subcellular localization of a sporulation membrane protein is achieved through a network of 
interactions along and across the septum. Mol Microbiol, 55, 1767-1781.
(3) Kearns, D.B. and Losick, R. (2005) Cell population heterogeneity during growth of Bacillus subtilis. Genes Dev, 19, 3083-3094.
pET52b(+)-TP R19A pET52b(+) que contiene el gen 3 mutante R19A de ϕ29 Esta tesis
pET52b(+)-TP K25A pET52b(+) que contiene el gen 3 mutante K25A de ϕ29 Esta tesis
pET52b(+)-TP K27A pET52b(+) que contiene el gen 3 mutante K27A de ϕ29 Esta tesis
pET52b(+)-TP K25A/K27A pET52b(+) que contiene el gen 3 mutante K25A/K27A de ϕ29 Esta tesis
pET52b(+)-TP K32A/K33A/K34A pET52b(+) que contiene el gen 3 mutante K32A/K33A/K34A de ϕ29 Esta tesis
pET52b(+)-TP Nt pET52b(+) que contiene la secuencia correspondiente al dominio Nt 
de la TP de ϕ29
Esta tesis
pET52b(+)-TP Nt+I pET52b(+) que contiene la secuencia correspondiente a los dominios 
Nt+I de la TP de ϕ29
Esta tesis
pET52b(+)-TP-ΔN15
pET52b(+) que contiene la secuencia correspondiente a los residuos 
16-266 de la TP de ϕ29
Esta tesis
pET52b(+)-TP-ΔN20
pET52b(+) que contiene la secuencia correspondiente a los residuos 
21-266 de la TP de ϕ29
Esta tesis
pET52b(+)-TP-ΔNt  pET52b(+) que contiene  la secuencia correspondiente a los dominios I+Ct de la TP de ϕ29  
Esta tesis
  
 
